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1.1. Regulation des Knochenstoffwechsels 
Das Skelett ist ein metabolisch hoch aktives Organ, das während der gesamten 
Lebensdauer einem kontinuierlichen Umbauprozess unterliegt. In einem 
dynamischen Gleichgewicht werden osteoklastäre Resorption und osteoblastäre 
Produktion von Knochenmatrix koordiniert. Der ständige Knochenumbau ist 
notwendig, um einerseits die strukturelle Integrität des Skeletts zu gewährleisten 
und um andererseits die metabolische Funktion als Kalzium- und Phosphat-
Speicher zu erfüllen (Tanaka, 2007; Manolagas, 2000; Roodman, 1996). 
Knochenumbauvorgänge können durch Veränderungen der m chanischen 
Belastung, durch Mikrotraumata und durch hormonelle Antwort auf 
Veränderungen der Kalzium- und Phosphat-Verfügbarkeit moduliert werden 
(Turner, 1998; Raisz, 2005). 
Der Knochenumbau erfolgt in einer komplexen, streng re ulierten Abfolge von 
Resorptions- und Formationsschritten. Initial werden mesenchymale Stammzellen 
der osteoblastischen Linie durch lokale und systemische Faktoren aktiviert und 
interagieren mit hämatopoietischen Vorläufern der Osteoklasten. Diese 
unterlaufen einen Differenzierungsprozess und fusionieren zu großen 
multinukleären Osteoklasten. Die funktionsfähigen Osteoklasten lagern sich an 
die Knochenoberfläche an und erfahren eine Konformationsänderung mit Bildung 
einer sogenannten „ruffled border“. Auf diese Weise schaffen sie einen gegen das 
Umgebungsmilieu abgegrenzten Raum, der durch Sekretion von Wasserstoff-
Ionen angesäuert wird. In dem sauren Milieu werden vo den Osteoklasten 
sezernierte lysosomale Enzyme (z. B. Cathepsin K) aktiv und bauen alle 
Komponenten der Knochenmatrix, einschließlich des Kollagens ab (Teitelbaum, 
2005). Für die Anlagerung der Osteoklasten an den Knochen sind spezifische 
Veränderungen der „lining“-Zellen der Knochenoberfläche notwendig. Diese 
kontrahieren und sezernieren proteolytische Enzyme zur Freilegung der 
mineralisierten Oberfläche. In den durch die osteoklastäre Resorption 
entstandenen Resorptionslakunen lagern sich zunächst mononukleäre Zellen auf 
der Knochenoberfläche an, die möglicherweise den Resorptionsprozess 




vervollständigen und die Knochenbildung durch Freisetzung von 
Wachstumsfaktoren initiieren (Raisz, 2005). Mesenchymale Stammzellen 
wandern ein und differenzieren zu funktionsfähigen Osteoblasten. Nach ihrer 
Differenzierung beginnen diese mit der Deponierung extrazellulärer Matrix in die 
Resorptionslakunen, die durch Mineralisierung in vollwertiges Knochengewebe 
umgewandelt wird (Manolagas, 2000). Während dieses Prozesses differenzieren 
einige der Osteoblasten zu Osteozyten und werden in der Knochenmatrix 
eingebettet, wo sie künftig als Mechanosensoren fungieren. Einige der an der 
Oberfläche befindlichen Osteoblasten wandeln sich in flache „lining“-Zellen um, 
weitere unterliegen der Apoptose (Raisz, 2005; Jilka et al., 1998) (Abb. 1).  
 
 
Abb. 1: Knochenhomöostase – Gleichgewicht zwischen Knochenresorption und 
Knochenbildung:  Hämatopoietische Monozyten differenzieren zu Osteoklasten, die den 
bestehenden Knochen resorbieren. Ebenfalls von Monozyten abstammende Makrophagen initiieren 
die Knochenbildung und einwandernde mesenchymalen Stammzellen differenzieren zu 
Osteoblasten. Die Osteoblasten deponieren Knochenmatrix in Resorptionslakunen. Bei der 
Mineralisierung der Matrix zu neuem Knochengewebe werden die Osteozyten eingemauert. An der 
Knochenoberfläche differenzieren Osteoblasten zu „lining“-Zellen. 
 




Die Resorptionsphase ist mit einer Dauer von 2-4 Wochen wesentlich kürzer, als 
die Knochenneubildung (4-6 Monate). Um die Integrität des Skeletts zu wahren, 
bedarf es daher vor allem einer strengen Regulation der Differenzierung und 
Aktivität der Osteoklasten, zumal diese auch als Initiatoren des 
Knochenumbauzyklus gelten (Tanaka, 2007). Die für die Osteoklastogenese 
essentiellen Zytokine sind Receptor activator of nuclear factor-κB ligand 
(RANKL) und Macrophage colony-stimulating factor (M-CSF), die unter 
anderem von Zellen des Knochengewebes produziert weden (Abb. 2). Das 
RANKL/RANK/OPG-Zytokinsystem gilt somit als zentrales molekulares 
Regulationssystem des Knochenstoffwechsels. 
 
 
Abb. 2: Entwicklung eines funktionsfähigen Osteoklas ten. In der monozytären 
/makrophagozytären Vorläuferzelle wird durch PU.1 die Expression von c-fms, dem Rezeptor für 
M-CSF induziert. M-CSF fördert die Proliferation und das Überleben der osteoklastären 
Vorläuferzellen und wirkt permissiv für RANKL. RANK befindet sich auf Prä-Osteoklasten und 
Osteoklasten. Seine Aktivierung ist notwendig für die Differenzierung, Fusion, Aktivierung und das 
Überleben reifer Osteoklasten. Osteoklasten können erst Knochen resorbieren, nachdem die 
Polarisation durch Kontakt mit Knochengewebe sowie eine Umstrukturierung ihres Zytoskeletts 
erfolgt ist (Teitelbaum, 2000; Raisz, 2005). 
 
Die auf die Bindung von RANKL an seinen Rezeptor RANK folgende 
intrazelluläre Signaltransduktion ist komplex. Eine Stimulation von RANK durch 




RANKL führt zu einer Rezeptortrimerisierung und der Rekrutierung von 
Adaptermolekülen wie der Tyrosinkinase c-src und TNF-receptor associated 
factors (TRAFs). Insgesamt gibt es sechs TRAFs, von de en TRAF6 eine 
entscheidende Rolle für die RANKL/RANK-Signaltransduktion zu spielen scheint 
(Darnay et al., 1999; Galibert et al., 1998; Wong et al., 1999a).  
Die Induktion der Genexpression in Osteoklastenvorläufern zur Differenzierung 
in aktiv resorbierende Osteoklasten erfolgt über di Aktivierung von NF-κB durch 
den IκB-Kinase Komplex (IKK) und über den Nuclear factor of activated T-
cells 2 (NFAT2). Die NFAT2-Genexpression wird über die TRAF6-abhängige 
Aktivierung der c-jun N-terminalen Kinase (JNK)/c-fos/c-jun-Signaltrans-
duktionskaskade und den durch Calcineurin aktivierten NFAT1c induziert 
(Teitelbaum, 2005; Doherty et al., 2004, Franzoso et al., 1997, Ogawa et al., 2006; 
Ikeda et al., 2006; Matsuo et al., 2000; Darnay et al., 1998). Die Steigerung des 
intrazellulären Kalziums mit nachfolgender Aktivierung von Calcineurin zählt zu 
den wichtigsten intrazellulären Effekten der RANKL-RANK-Interaktion 
(Teitelbaum, 2005). Die Aktivierung von NFAT1c erfolgt neben Calcineurin über 
die kostimulatiorische Signaltransduktionskaskade ITAM/FcRγ/DAP12 (Immuno-
receptor tyrosine-based activation motif/Fc receptor common γ subunit /DNAX-
activation protein 12 kDa) (Asagiri et al., 2007). Anti-apoptotische und 
zytoskeletale Effekte von RANKL werden über die TRAF6/c-src-abhängige 
Induktion der Phosphatidyl-Inositol 3-Kinase (PI3K)/Akt/PKB-Signaltransduk-
tionskaskade vermittelt (Wong et al., 1998, 1999; Chaisson et al., 2004; 
Matsubara et al., 2006; Lee et al., 2002; Wang et al., 2004; Harvey et al., 2007). 
Diese Signaltransduktionskaskade kann auch durch M-CSF induziert werden 
(Teitelbaum, 2005). Weitere an der zellulären Osteoklastendifferenzierung 
beteiligte intrazelluläre Signalmoleküle sind Mitogen activated protein (MAP)-
Kinasen, AP-1 (Lomaga et al., 1999), sowie PU.1, das die Expression des M-CSF-
Rezeptors und die ERK1/2-Signaltransduktionskaskade in uziert (Teitelbaum 










Abb. 3: RANK-Signaltransduktion der Osteoklastogenes e: Die durch die RANKL-Bindung 
initiierte Rezeptortrimerisierung führt zur Rekrutierung von Adaptermolekülen wie c-src und TNF-
receptor associated factor 6 (TRAF6). Die Signaltransduktion besitzt vier definierte Signalwege. Die 
Aktivierung von NFAT2 über Calcineurin und die JNK/c-fos/c-jun-Kaskade und die Aktivierung von 
NF-κB erwiesen sich als essentiell für die Osteoklastendifferenzierung und -aktivierung. Über eine 
gemeinsame Rekrutierung von TRAF6 und c-src wird die PI3K/Akt/PKB-Signaltransduk-
tionskaskade aktiviert, die antiapoptotische und zytoskeletale Effekte vermittelt.  
 
Während die permanente und kontrollierte Knochenresorption für physiologische 
Prozesse wie Knochenwachstum, Zahneruption und für ie Knochenheilung nach 
Traumatisierung notwendig ist, führt eine inadäquat hohe Knochenresorption 
durch gesteigerte Osteoklastenaktivität zu einem Verlust von Knochenmasse. 
Dieser übermässige Prozess bildet die Grundlage der Osteoporose und des 
Morbus Paget sowie der inflammatorischen Osteolyse bei rheumatoider Arthritis 
und Peridontitis. Ein Mangel an funktionsfähigen Osteoklasten führt dagegen zu 
einer ungebremsten Mineralisierung mit verdichteter Knochenmasse im Sinne 
einer Osteopetrose (Teitelbaum, 2000).  
 
 




1.2. Das Zytokinsystem Receptor activator of nuclear 
factor-κB ligand /Receptor activator of nuclear factor-κB 
/Osteoprotegerin 
Das Zytokinsystem bestehend aus dem Mitglied der Tumor necrosis factor (TNF)-
Ligandenfamilie „Receptor activator of nuclear factor-κB ligand“ (RANKL, 
synonym OPGL, ODF, TRANCE) (Lacey et al., 1998; Yasuda et al., 1998a; 
Wong et al., 1997; Anderson et al., 1997), seinem Rezeptor „Receptor activator of 
nuclear factor-κB“ (RANK, synonym ODAR) (Anderson et al., 1997) und seinem 
löslichen Rezeptorantagonisten Osteoprotegerin (OPG, synonym OCIF, TR1) 
(Simonet et al., 1997; Yasuda et al., 1998b; Kwon et al., 1998; Tan et al., 1997) 
stellt ein für die Knochenzellbiologie und Aufrechterhaltung der Knochen-
homöostase und Regulation von Immunfunktionen essentiell s Zytokinsystem dar 
(Teitelbaum, 2000; Kong et al., 2000; Schoppet et al., 2007). Verschiedene 
Studien vermuten eine entscheidende Beteiligung dieses Zytokinsystems ebenso 
an der Homöostase des vaskulären Systems, in dem di Faktoren exprimiert 
werden (Golledge et al., 2004; Dhore et al., 2001; Collin-Osdoby et al., 2001; 
Zannettino et al., 2005). RANKL fördert die Knochenr sorption durch Steigerung 
der Anzahl und Aktivität funktionsfähiger Osteoklasten über Aktivierung seines 
osteoklastären Rezeptors RANK (Li et al., 2000). Dieser Prozess wird durch 
seinen löslichen Antagonisten OPG inhibiert. Somit stellen RANKL und OPG 
essentielle Faktoren der Regulation von Differenzierung, Fusion, Aktivierung und 
Apoptose von Osteoklasten dar (Suda et al., 1999; Hofbauer et al., 2000; Wong 













Abb. 4: Das RANKL/RANK/OPG-System. Die Komponenten des RANKL/RANK/OPG-Systems 
werden von verschiedenen Zelltypen exprimiert (siehe nachfolgende Kapitel). RANKL bindet in 
löslicher oder zellgebundener Form an seinen Rezeptor RANK und fördert dadurch die 
Knochenresorption. OPG agiert als neutralisierender löslicher Rezeptor von RANKL und 
antagonisiert so dessen Effekte, was u.a. einen übermäßigen Abbau von Knochenmasse 
verhindert. Neben der Knochenhomöostase regulieren diese Zytokine auch Immunfunktionen und 
scheinen eine Rolle in der vaskulären Homöostase zu spielen, wobei hier OPG als protektiver 
Faktor vermutet wird.  
 
1.2.1. Receptor activator of nuclear factor-κB ligand  
Erstmals wurde RANKL (Receptor activator of nuclear f ctor-κB ligand) 
(Anderson et al., 1997) bzw. TRANCE (TNF-related activation-induced cytokine) 
(Wong et al., 1997) im Jahre 1997 als wichtiges immunologisches Zytokin 
beschrieben. Ein Jahr später identifizierten Lacey et al. und Yasuda et al. dieses 
Zytokin als spezifischen Liganden von OPG. Eine revidi rte Nomenklatur legte 
die Bezeichnung RANKL für diesen Faktor fest (American Society for Bone and 
Mineral Research President’s Committee on Nomenclature, 2000). 
RANKL wird vor allem in Knochen und Knochenmark von verschiedenen 
skeletalen Zellen wie mesenchymalen Stammzellen, Stromazellen, Osteoblasten, 
Osteoklasten, Periostzellen und Chondrozyten exprimie t. Eine sehr hohe 




RANKL-Expression findet sich auch im lymphatischen Gewebe und bei 
verschiedenen Malignomen (Anderson et al, 1997; Kartsogiannis et al., 1999; 
Lacey et al., 1998; Horwood et al., 1998; Wong et al., 1997a; Yasuda et al., 
1998b; Xu et al., 2000; Zhang et al., 2001). Andere nicht-skeletale Zellen mit 
nachgewiesener RANKL-Expression sind Endothelzellen (Collin-Osdoby et al., 
2001), T-Lymphozyten (Josien et al., 1999; Kong et al., 1999b), mesenchymale 
und epitheliale Zellen des Zahnhalteapparates (Rani et al, 2000), synoviale 
Fibroblasten (Nakano et al., 2004), monozytäre Zellen (Seta et al., 2008) und 
verschiedene Tumorzellen (Nagai et al., 2000; Zhang et al., 2001; Fiumara et al., 
2001). Die Konzentration an zirkulierendem RANKL wird jedoch hauptsächlich 
durch den aus dem Knochen freigesetzten Anteil bestimmt (Nakamichi et al., 
2007).  
Beim Menschen ist das RANKL-Gen auf Chromosom 13q14 lokalisiert. 
Aufgrund unterschiedlicher Polyadenylierungssignale ist die RANKL-mRNA 
zwischen 2,2 und 2,4 kb lang (Anderson et al., 1997; Wong et al., 1997a). Kodaira 
et al. (1999) beschrieben beim RANKL-Gen der Maus fünf Exons, die sich über 
40 kb des Maus-Genoms verteilen. Im RANKL-Genpromotor wurden 
Bindungsstellen für Vitamin D und Glukokortikoide (Kitazawa et al., 1999; 
Kodaira et al., 1999) sowie für cbfa-1, einen Osteoblasten-spezifischen 
Transkriptionsfaktor (Gao et al., 1998) nachgewiesen. Eine Analyse muriner 
Zellen zeigte die Existenz drei verschiedener RANKL-Proteinisoformen, eine 
klassische Membran-gebundene Form, eine vorwiegend am endoplasmatischen 
Retikulum lokalisierte Form und eine lösliche Form ohne Transmembranregion 
(Ikeda et al., 2001). Das klassische membrangebundene RANKL-Protein, 
bestehend aus 317 Aminosäuren und mit einem Molekulargewicht von 38 kDa, 
weist eine hohe Sequenzhomologie zu anderen TNF-Liganden wie TRAIL, 
CD40-Ligand und Fas-Ligand auf (Anderson et al., 1997; Lacey et al., 1998; 
Wong et al., 1997a). Diese RANKL-Form wird posttransl tional durch eine TNF-
α-converting-enzyme (TACE)-ähnliche Protease an den AS 140 und AS 145 in 
kürzere Ektodomänvarianten mit ähnlicher Aktivität gespalten (Lum et al., 1999). 
Die primär sezernierte Form des RANKL-Proteins wurde z.B. in aktivierten T-
Lymphozyten (Kong et al, 1999b) und in einer Plattenepithelkarzinom-Zelllinie 
(Nagai et al., 2000) nachgewiesen.  




1.2.2. Receptor activator of nuclear factor-κB  
RANK (Receptor activator of nuclear factor-κB) wurde gemeinsam mit seinem 
spezifischen Liganden RANKL erstmals 1997 von Anderson et al. beschrieben. 
Die Namensgebung orientierte sich an NF-κB (Nuclear factor-κB), einem seiner 
intrazellulären Transkriptionsfaktoren. Ein Jahr später wurde RANK erstmals im 
Zusammenhang mit dem Knochenstoffwechsel beschrieben (Nakagawa et al., 
1998) und erhielt unter anderem die Bezeichnung „Osteoclast differentiation and 
activation receptor“ (ODAR) (Hsu et al., 1999). Nach Beschluss der 
Konsensuskommission wird der Begriff RANK verwendet (American Society for 
Bone and Mineral Research President's Committee on Nomenclature, 2000) 
RANK wird am stärksten im Knochengewebe und im lymphatischen System 
exprimiert und findet sich in funktionell aktiver Form vor allem auf Osteoklasten, 
dendritischen Zellen, B- und T-Lymphozyten und Fibroblasten (Anderson et al., 
1997; Green et al., 1999; Hsu et al., 1999; Myers et al., 1999; Nakagawa et al., 
1998) sowie auf Endothelzellen (Min et al., 2003), glatten Muskelzellen (Zhang 
et al., 2002) und malignen Zellen (Fiumara et al., 2001). Ebenso wie der M-CSF-
Rezeptor c-fms und der Kalzitoninrezeptor wurde RANK auch als Oberflächen-
marker zur Phänotypisierung von Osteoklasten etablirt (Arai et al., 1999; 
Yamane et al., 2000). 
Beim Menschen befindet sich das RANK-Gen auf dem Chromosom 18q22.1. Die 
humane RANK-mRNA ist 4,5 kb lang, die der Maus 5,5 kb. Aufgrund 
verschiedener Polyadenylierungssignale gibt es neben d r Hauptform beim 
Menschen noch weitere Formen, die 3,0 kb, 3,5 kb und 5,5 kb lang sind 
(Anderson et al, 1997; Nakagawa et al., 1998). Eine konstitutive Aktivierung des 
RANK-Gens durch Insertionsmutationen im Exon 1 wurde im Zusammenhang 
mit hereditären Osteopathien beschrieben (Hughes et al., 2000). Zwei 
Polymorphismen des RANK-Gens (+34863G > A und +35928insdelC) werden als 
mögliche genetische Faktoren einer geringen Knochendichte (BMD) bei 
postmenopausalen Frauen vermutet (Koh et al., 2007). Das humane membran-
ständige RANK-Polypeptid besteht aus 616 Aminosäuren und hat 
Sequenzhomologien zu CD27 und CD40. Eine lange C-terminale intrazelluläre 
Domäne (383 AS) ermöglicht die Signaltransduktion. Cystein-reiche 




extrazelluläre Domänen zeigen die Zugehörigkeit zur Familie der TNF-
Rezeptoren (Anderson et al., 1997; Simonet et al., 1997). 
 
1.2.3. Osteoprotegerin  
Zwei unabhängige Gruppen identifizierten Osteoprotegerin (OPG; Simonet et al.) 
bzw. Osteoclastogenesis inhibitory factor (OCIF, Tsuda et al. 1997; Yasuda et al., 
1998a) erstmals 1997 als ein sezerniertes Mitglied d r TNF-Rezeptor (TNFR)-
Familie mit namensgebenden Wirkungen. Diese Entdeckung wurde durch weitere 
Gruppen bestätigt und neue Namen, wie TNF receptor-related molecule-1 (TR1; 
Kwon et al., 1998; Tan et al., 1997) und Follicular dendritic cell receptor-1 
(FDCR-1; Yun et al., 1998) wurden vorgeschlagen. Eie revidierte Nomenklatur 
legte die Bezeichnung OPG für das Protein fest (American Society for Bone and 
Mineral Research President's Committee on Nomenclature, 2000). 
OPG antagonisiert die RANKL-RANK-vermittelten Wirkungen durch 
kompetitive Bindung sämtlicher RANKL-Formen als dess n löslicher 
Rezeptorantagonist (Lacey et al., 1998; Yasuda et al., 1998b; Nakamichi et al., 
2007). Die hochaffine Bindung eines OPG-Homodimers an einen RANKL-
Homotrimer führt zur Bildung eines stabilen 1:1 Dimer/Trimer-Komplexes. Das 
OPG-Dimer bindet dabei an zwei RANKL-Moleküle. Die Bindung eines weiteren 
OPG-Dimers an das dritte RANKL-Molekül ist möglich (2:1 Komplex), 
allerdings weist diese Bindung eine deutlich geringere Affinität auf. Neben 
RANKL bindet und neutralisiert OPG einen weiteren TNF-Liganden, TNF-related 
apoptosis-inducing ligand (TRAIL), wobei jedoch die Affinität im Vergleich zu 
RANKL deutlich geringer ist (Emery et al., 1998).  
Die OPG-mRNA-Expression und -Proteinsekretion konnte für viele verschiedene 
normale und maligne Zelltypen (Fiumara et al., 2001; Pettersen et al., 2005) 
nachgewiesen werden, wobei einige dieser Zellen zusät lich auch RANKL 
exprimieren. Im Rahmen des Knochenstoffwechsels wird OPG vor allem von 
osteoblastäre Zellreihen, Stromazellen und Chondrozyten produziert (Kwon et al., 
1998; Horwood et al., 1998; Hofbauer et al., 1998). Im Immunsystem findet sich 
eine starke OPG-Expression im lymphatischen Gewebe, u.a. in Lymphknoten und 




in der Milz, mit einer OPG-Produktion durch dendritische Zellen und B-
Lymphozyten (Yun et al., 1998; Schoppet et al., 2007). Eine ausgeprägte OPG-
Expression wurde auch im Gewebe des Zahnhalteapparates (Rani et al., 2000; 
Sakata et al., 1999; Shiba et al., 2000), der Wand großer Arterien (Simonet et al., 
1997) und im Schilddrüsengewebe, (Hofbauer et al., 2002b) gefunden. Da die 
extraskeletale OPG-Expression sehr vielfältig ist, eignet sich die OPG-
Serumkonzentration nur bedingt für die Einschätzung des Status der 
Knochenresorption. 
Das humane OPG-Gen liegt auf dem Chromosomen 8q23-24 und umfasst 5 
Exons über 29 kb (Hilton et al., 2001). Sowohl das OPG-Gen der Maus (Mizuno 
et al., 1998a), als auch das des Menschen (Morinaga et al., 1998) wurden kloniert. 
Die murine OPG-Gen-Expression beginnt zwischen dem 8. und 9. Tag der 
Embryogenese (Mizuno et al., 1998a).  Die humane OPG-mRNA liegt in 
verschieden langen Formen vor: hauptsächlich in der 2,9 kb langen Form, seltener 
in einer 4,2 kb oder 6,5 kb langen Form (Morinaga et l., 1998).  Der OPG-Gen-
Promotor weist Bindungsstellen für Transforming growth factor (TGF)-β  
(Thirunavukkarasu et al., 2001) und den Osteoblasten- p zifischen 
Transkriptionsfaktor cbfa-1 auf, für den eine OPG-Expression-steigernde 
Funktion nachgewiesen wurde (Thirunavukkarasu et al., 2000).  
OPG ist ein basisches Glykoprotein, das entweder als monomere (55-60 kDa) 
oder homodimere (110-120 kDa) Form über Verknüpfung mittels einer 
Disulfidbrücke vorliegt. Die biologischen Aktivitäten beider Formen 
unterscheiden sich jedoch nicht (Merewether et al., 2000; Tomoyasu et al., 1998; 
Yamaguchi et al., 1998). Als Mitglied der TNFR-Superfamilie weist das OPG-
Protein Sequenzhomologie zu anderen TNF-Rezeptoren wi  TNFR-2 und CD40 
auf (Simonet et al., 1997). Bei manchen Zelltypen wurde auch eine zellgebundene 
Form des OPG gefunden (Yun et al., 1998). Es konnten jedoch noch keine 
klassischen hydrophoben Transmembranregionen oder für diese kodierende 
Gensequenzen identifiziert werden. Diese kommen typischerweise bei allen 
anderen TNFR-Superfamilienmitgliedern vor (Simonet et al., 1997; Yamaguchi 
et al., 1998). OPG setzt sich aus 401 Aminosäuren zusammen und hat ein 
21 Aminosäuren langes Signalpeptid (Yasuda et al., 1998). Die spezifischen 




Funktionen von OPG werden verschiedenen strukturellen Domänen zugeordnet. 
Die Charakteristika der TNFR, Cystein-reiche Regionen, sind in der N-terminalen 
Domäne 1 - 4 lokalisiert (Baker und Reddy, 1998) und vermitteln die hemmende 
Wirkung des OPG auf die Osteoklastogenese durch Bindung von RANKL 
(Simonet et al., 1997; Yamaguchi et al., 1998; Yasud  et al., 1998a). Bei anderen 
TNFR-Mitgliedern, wie TNFR 1, DR 3, CD95/Fas, oder TRAIL nachgewiesene 
Apoptose-vermittelnde Sequenzen, sogenannte „Death domain homologous“ 
(DDH)-Regionen, sind in den Domänen 5 und 6 von OPG lokalisiert (Baker et al., 
1998; Simonet et al., 1997, Walczak et al., 1997; Chinnaiyan et al., 1996). 
Tatsächlich konnte die Transduktion apoptotischer Signale durch die OPG-
Domänen 5 und 6 gezeigt werden. In diesem Fall wurde Fas mit seiner 
Transmembranregion zwischen den Domänen 4 und 5 von OPG inseriert und 
bildete mit OPG ein Fusionsprotein (Yamaguchi et al., 1998). Die für die 
mögliche Homodimerisierung der OPG-Monomere verantwortlichen Cysteine 
sind zusammen mit einer Heparin-bindenden Domäne in der C-terminalen 
Domäne 7 lokalisiert (Merewether et al., 2000; Simonet et al., 1997; Tomoyasu 
et al., 1998; Yamaguchi et al., 1998). Die Heparin-bindende Domäne findet sich 
unter anderem auch bei peptidartigen Wachstumsfaktoren und Signalmolekülen 
(Zhang et al., 1991) und wird unter anderem als wichtiger Bestandteil der durch 
OPG geförderten Leukozyten-Endothelzellen-Adhäsion vermutet (Zauli et al., 
2007). 
 
1.3. TH2-Zytokine in der Knochen-Homöostase 
Verschiedene Zytokine greifen als humorale Faktoren gulierend in den 
Knochenstoffwechsel ein. Neben den schon länger bekannten Regulatoren wie 
Tumor-necrosis factor (TNF)- α und die Interleukine 1 und 6, haben sich auch die 
TH2-Zytokine IL-4 und IL-13 als wichtige Effektoren im skeletalen System 
erwiesen.  
IL-4 und IL-13 sind 19 kDa und 10 kDa große Proteine mit einer 25%igen 
Homologie ihrer Aminosäuresequenz und gleichen sich daher größtenteils sowohl 
in ihren strukturellen, als auch in ihren funktionellen Eigenschaften. IL-4 und IL-
13 werden von Antigen-aktivierten T-Lymphozyten (TH2), sowie von Mastzellen 




und Basophilen nach Aktivierung durch Kreuzvernetzung ihrer IgE-Rezeptoren, 
sezerniert. Hauptsächlich sind sie an der Regulation v n Immunfunktionen im 
Rahmen entzündlicher und allergisch bedingter Erkrankungen (rheumatoide 
Arthritis, Asthma bronchiale) beteiligt. Dazu gehören u.a. die Steigerung der 
MHC-II- und CD23-Expression auf B-Lymphozyten, die Initiierung des Ig-
Klassenwechsels von IgG1 und IgE und die Differenzirung der TH0- zu TH2-
Lymphozyten. Weiterhin haben sie Einfluss auf deren Wachstum, Überleben und 
Genexpression (Takeda et al., 1997; Chomarat et al., 1998; Nelms et al., 1999; 
Pernis et al., 2002; Boothby et al., 2001).  
Die Modulation des RANKL-RANK-OPG-Systems im Knochen durch humorale 
Faktoren ist komplex. Die pro-inflammatorischen Zytokine IL-1, IL-6, IL-11, IL-
17 und TNF-α und Kinine des Kallikrein-Kinin-System stimulieren die 
Osteoklastenaktivität, zum Teil über eine Steigerung der RANKL-Expression 
(Lerner, 1997; Hofbauer et al., 1999b; Palmqvist et al., 2002). TNF-α und IL-1 
sind zudem in der Lage, über RANKL-unabhängige Mechanismen die 
Differenzierung und Aktivierung von Osteoklasten zufördern (Azuma et al., 
2000; Fox et al., 2000; Jimi et al., 1999; Kobayashi et al., 1999). Die 
stimulierenden Effekte der proinflammatorischen Zytokine können durch IL-4 
und IL-13 gehemmt werden (Onoe et al., 1996). Die Expression von OPG wird 
durch Zytokine wie u.a. TNF-α, IL-1β, IL-4, IL-6 mit löslichem IL-6-Rezeptor, 
IL-11, IL-13, IL-17, IL-18, sowie durch TGF-β, BMP und durch Hormone wie 
17β-Östradiol und Leptin gesteigert. Glukokortikoide, 1 25(OH)2-Vitamin D3, 
Adiponektin, PTH, PGE2 und basischer FGF unterdrücken die OPG-Expression 
(Vidal et al., 1998; Hofbauer et al., 1999a; Hofbauer et al., 1999c, Hofbauer et al., 
2002a; Onyia et al., 2000; Brandstrom et al., 2001; Nakagawa et al., 1998; 
Horwood et al., 1998; Chen et al., 2004; Burguera et l., 2001; Schoppet et al., 











Abb. 5: RANKL/OPG-System im Knochen. Die Knochenhomöostase wird durch das 
Gleichgewicht von OPG und RANKL gewahrt. Verschiedene Mediatoren tragen zu einer 
Verschiebung dieses Gleichgewichtes bei. Dies resultiert entweder in einer Zunahme der 
Knochenmasse oder einer verstärkten Resorption. Osteoblasten (OB) und Osteoklasten (OC) sind 
dabei die hauptsächlichen zellulären Akteure. 
 
1.4. Interaktionen des skeletalen und des vaskulären 
Systems 
1.4.1. Osteoklasten und Endothelzellen 
Im Gegensatz zu Osteoblasten, die von mesenchymalen, nicht-hämatopoietischen 
pluripotenten Stammzellen abstammen (Ducy et al., 2000), leiten sich 
Osteoklasten von monozytär-makrophagozytären Vorläuferstufen ab (Teitelbaum, 
2000; Seta et al., 2008). Die Entwicklung zum resorbierenden Osteoklasten 
umfasst dabei die Fusion zu multinukleären Zellen, einem komplexen 
Differenzierungsprozess und die durch den Kontakt zu Knochengewebe induzierte 
Polarisierung mit einer Umstrukturierung des Zytoskeletts. Stromazellen des 
Knochenmarks oder osteoblastäre Zellen sind notwendig für die Expression des 
für die Osteoklastogenese essentiellen RANKL und des Macrophage colony 




stimulating factor (M-CSF). Mäuse, die eines der beiden Proteine nicht 
exprimieren, sind zur Ausbildung von aktionsfähigen Osteoklasten nicht fähig und 
entwickeln einen osteopetrotischen Phänotyp (Teitelbaum, 2000). M-CSF 
induziert durch Bindung seines Rezeptors c-fms auf mononukleären 
phagozytierenden Zellen, den frühen Vorläufern der Osteoklasten, deren 
Überleben und Proliferation und hat somit essentielle Bedeutung für die 
Osteoklastogenese (Doherty et al., 2004; Teitelbaum, 2006). Der von 
Stromazellen des Knochenmarks und osteoblastären Zellen xprimierte Ligand 
RANKL interagiert mit seinem spezifischen Rezeptor RANK auf den 
osteoklastären Vorläuferzellen und induziert dadurch deren Überleben, Fusion 
und Ausdifferenzierung zu reifen funktionsfähigen Osteoklasten. T-Lymphozyten 
exprimieren ebenfalls RANKL und können so die Osteoklastogenese fördern, was 
insbesondere bei inflammatorischen Knochenerkrankungen eine Rolle spielt 
(Lacey et al., 1998; Kong et al., 1999).  
Endothelzellen finden sich in jedem Organsystem und regulieren die Verteilung 
der über das Blut transportierten Nährstoffe, biologisch aktiven Moleküle und 
zellulären Bestandteilen. Das Endothel bildet eine sel ktive Barriere, die mittels 
Rezeptoren und bestimmter Bindungsproteine den Durchtritt für verschiedene 
Moleküle wie u.a Proteine (Wachstumsfaktoren, Gerinnungsfaktoren und deren 
Inhibitoren), Lipoproteine, Metabolite (NO, Serotonin, Endothelin-1) und 
Hormone ermöglicht. Das Endothel reguliert den Muskeltonus der Gefäßwand, 
den Blutfluss durch Veränderung seiner Oberfläche und die Permeabilität für 
Zellen in die Gefäßwand. Diese Funktionen sind durch humorale Faktoren zu 
beeinflussen und verändern sich z.B. bei Entzündungsvor ängen. Hierbei kann es 
statt zur physiologischen Vasodilatation zur Vasokonstriktion (z.B. durch PAF, 
ET-1) und zur Ausbildung einer antifibrinolytischen und thrombogenen 
Oberfläche kommen. Auch eine Expression von verschiedenen Adhäsions-
molekülen (E-Selektin, P-Selektin, VCAM, ICAM, PECAM) kann so induziert 
werden und den Durchtritt u.a. für Leukozyten und Makrophagen in die 
Gefäßwand bzw. die Anhaftung von Thrombozyten an die Endotheloberfläche 
ermöglichen. Weiterhin sind Endothelzellen zur Neoangiogenese unter Induktion 
durch spezifische Proliferationsfaktoren und interzelluläre Kontakte fähig, was 




nicht nur in der Embryogenese, sondern auch bei der Wundheilung, im Rahmen 
von Entzündungen oder bei der Progredienz von Tumoren eine Rolle spielt. 
Die Angiogenese spielt eine wichtige Rolle in der enchondralen Knochenbildung 
(Parfitt, 2000). In der Zone der provisorischen Kalzifizierung wird die 
kalzifizierte Knorpelmatrix durch Osteoklasten resorbiert. Unterstützt durch die 
Osteoklasten und stimuliert durch von hypertrophen Chondrozyten sezernierten 
VEGF penetrieren Blutgefäße den werdenden Knochen und transportieren die 
Bestandteile des zukünftigen, hämatopoietischen Knochenmarks (Gerber et al., 
1999, Tanaka et al., 2007). Vaskuläre Endothelzellen b finden sich in direkter 
Nachbarschaft zu den knochenresorbierenden Osteoklasten, während die 
knochenbildenden Osteoblasten sich hinter der Resorptionsfront befinden. Die 
Vaskularisierung des Knochens ist somit eng mit der Skelettbildung assoziiert und 
die Barriere-bildende Endothelzellschicht zwischen Blut und Stroma ist 
möglicherweise entscheidend an der Bereitstellung verschiedener Zytokine und 
Zellen für die Knochenresorption und Knochenbildung aus dem peripheren Blut 
beteiligt. Eine Interaktion von skeletalem und vaskulärem System spiegelt sich 
auch in der Expression von Endothel-wirksamen Faktoren wie VEGF und 
Osteopontin durch Osteoblasten, hypertrophe Chondrozyten, Osteoklasten und 
Zellen des multiplen Myeloms (Harada et al., 1994, Tanaka et al., 2007) sowie der 
endothelialen Expression von Osteoklasten-beeinflussenden Faktoren wie 
Endothelin-1, NO und Activation inducible TNF related ligand (AITRL, synonym 
TNF ligand superfamily member 18, TNFSF18) wieder (Alam et al., 1992; 
MacIntyre et al., 1991, Nardelli et al., 2006). 
Eine veränderte endotheliale Funktion bei entzündlichen Erkrankungen kann 
möglicherweise eine Beeinflussung anderer Zellen durch ein verändertes 
Expressionsprofil nach sich ziehen. So könnte auch eine veränderte Interaktion 
zwischen Endothelzellen und Osteoklasten unter inflammatorischen Bedingungen 
eine Rolle bei verschiedenen systemischen Erkrankungen mit verändertem 
Knochenstoffwechsels spielen.  
 
 




1.4.2. Kalzifizierungsprozesse im Gefäßsystem 
Die Kalzifizierung oder Biomineralisierung extrazellulärer Matrix im skeletalen 
Knochen, Zähnen oder Knorpelgewebe der Wachstumsfugen ist ein 
physiologischer Prozess. In physiologisch nicht kalzifizierenden Geweben wird 
dieser Vorgang als heterotope Kalzifizierung bezeichnet (Collin-Osdoby, 2004; 
Johnson et al., 2006). 
Interaktionen zwischen Knochenstoffwechsel und dem vaskulären System wurden 
vielfach in Modellen der vaskulären Kalzifizierung und in Studien zu 
Atherosklerose und Osteoporose beobachtet und unters cht. Kardiovaskuläre 
Erkrankungen gelten als Hauptursachen für Morbidität und Mortalität bei älteren 
Menschen und postmenopausalen Frauen (Baldini et al., 2005). Verschiedene 
Studien belegen eine Assoziation von atherosklerotischer Gefäßkalzifizierung mit 
osteoporotischen Frakturen und Übereinstimmungen bei den Risikofaktoren 
beider Erkrankungen. Es werden ein zugrundeliegender g meinsamer 
Pathomechanismus und eine genetische Prädisposition vermutet (Yamaguchi 
et al., 2006; Yamaguchi et al., 2002; Kemink et al., 2000; Cappuccio et al., 1999). 
Möglicherweise besteht ein gemeinsamer Regulationsmechanismus der 
Mineralisierungs- und Demineralisierungsprozesse im Skelettsystem und im 
kardiovaskulären System.  
Im Gefäßsystem werden die intimale Kalzifizierung bei der Atherosklerose und 
die Mönckeberg’sche Mediasklerose unterschieden. Die arterielle Kalzifizierung 
der medialen Gefäßwandschicht wird als von der Atherosklerose unabhängige 
Komponente vaskulärer Kalzifizierung gesehen, auch wenn aufgrund der 
Multimorbidität bei älteren Patienten oftmals beide Formen anzutreffen sind 
(Abedin et al., 2004a). Beide Typen der arteriellen Kalzifizierung sind mit einer 
signifikanten kardiovaskulären Morbidität und Mortalität assoziiert (Lehto et al., 
1996).  
Die Atherosklerose ist durch einen chronischen Entzündungsprozess der 
arteriellen Gefäßwand gekennzeichnet. Die Progredienz erfolgt entweder langsam 
und lange klinisch inapparent bis es mit zunehmender Okklusion der Arterien zu 
einer Organminderversorgung kommt, oder aber rasch progredient mit frühen 




ischämischen Ereignissen. Die häufigste klinische Manifestation der 
Atherosklerose ist die koronare Herzkrankheit mit pektanginösen Beschwerden. 
Komplizierend kann hier die Plaqueruptur mit Okklusion der Koronararterien zum 
Herzinfarkt führen. Trotz sehr hoher Prävalenz der Atherosklerose in höherem 
Alter (Strong, 1986) ist eine klinische Manifestation nicht obligat (Lloyd-Jones 
et al., 1999). Atherosklerotische Veränderungen der Gefäßwand sind nicht nur bei 
älteren, sondern auch bereits bei jungen Menschen in frühen, klinisch 
inapparenten Entwicklungsstadien nachzuweisen (Ross, 1999; Lloyd-Jones et al., 
1999; Napoli et al., 1997).  
Im Rahmen der Atherogenese kommt es initial zur Aktivierung bzw. Schädigung 
des Endothels durch freie Radikale, endogene und exogene Entzündungs-
mediatoren, inflammatorische Prozesse mit lokaler Entzündungsreaktion der 
Gefäßwand, Lipidablagerungen und thrombotische Prozesse sowie im Verlauf zu 
Kalzifizierungen der Gefäßwand (Ross, 1999, Libby 2001, Ehara et al., 2004, 
Abedin et al., 2004a, Fujii et al., 2005, Virmani et al., 2006, Chang et al., 2007). 
Bei der intimalen Kalzifizierung im Rahmen der Atherosklerose kann es zu einer 
heterotopen Ossifikation kommen, die der enchondralen Ossifikation ähnelt 
(Vattikuti und Towler, 2004).  
Unabhängig von einer Atherombildung kann es auch zu einer Kalzifizierung der 
medialen Arterienwand kommen. Diese wurde erstmals als Mönckeberg’sche 
Sklerose beschrieben (Mönckeberg, 1903). Die medial Arterienkalzifizierung 
wird häufig und in ausgeprägter Form im Zusammenhang mit generalisierten 
metabolischen Störungen, wie Störungen des Elektrolyt- und Säure-Base-
Haushaltes, bei Hyperphosphatämie (Block et al., 1998), Hypomagnesiämie (Wei 
et al., 2006), chronischer Niereninsuffizienz (Kettler et al., 2005) und Diabetes 
mellitus (Letho et al., 1996) angetroffen. Allerdings kann sie auch bei jungen 
Patienten auftreten, die keine metabolischen Störungen aufweisen (Top et al., 
2002). Die Kalzifizierung der Media nimmt linear mit dem Alter zu und ist bei 
älteren Menschen fast immer nachzuweisen (Elliott und McGrath, 1994). Im 
Gegensatz zur intimalen Kalzifizierung ähnelt die mdiale Kalzifizierung einer 
nicht-enchondralen, intramembranösen Knochenbildung (Vattikuti und Towler, 
2004), die auf einer Osteoblasten-induzierten Kalzifizierung kollagener 




extrazellulärer Matrix basiert (Karsenty, 2003). Die Läsionen der arteriellen 
Gefäßwand ähneln dabei orthotopem Knochengewebe (Tomazic, 2001; Guo et al., 
2000; Bostrom et al., 1993). Sowohl bei der intimalen, als auch bei der medialen 
Kalzifizierung findet sich eine zelluläre Transdifferenzierung mit Ausbildung von 
Zellen die phänotypisch an Knochenmarkzellen, Osteoblasten, Osteozyten, 
Chondrozyten und Osteoklasten erinnern, sowie eine Expression knochen-
ähnlicher Matrixproteine, die in normalen Arterien nicht zu finden sind (Doherty 
et al., 2004; Moe et al., 2002; Shanahan et al., 1999).  
Anfangs wurde die vaskuläre Kalzifizierung als ein rein passiver Prozess 
basierend auf einem Transfer von Kalzium aus dem Skelett nochen in die 
Gefäßwand oder der Ablagerung überschüssiger, im Gefäßsystem zirkulierender 
Minerale beschrieben (Schinke et al., 1999). Zunehmend wird zusätzlich ein aktiv 
regulierter Prozess als Ursache von vaskulären Kalzifizierungsprozessen 
angenommen (Mody et al., 2003; Johnson et al, 2006). Es wird vermutet, dass der 
vaskulären Kalzifizierung und Ossifikation regulierte Prozesse zugrunde liegen, 
die von spezifischen Faktoren in der Gefäßwand positiv w e auch negativ reguliert 
werden (Doherty et al., 2004; Bostrom und Demer, 2000). Ein Überwiegen der 
pro-kalzifizierenden und pro-osteogenen Faktoren bzw. ein kausaler oder 
sekundärer Mangel an Inhibitoren würde somit die Kalzifizierung der Gefäßwand 
und die Ausbildung extraskeletalen Knochengewebes fördern.  
Die Dysregulation des RANKL/RANK/OPG-Systems spielt ine Rolle in der 
Pathophysiologie von Knochenumbauvorgängen im Rahmen v rschiedener 
Erkrankungen, wie z.B. bei der postmenopausalen und Glukokortikoid-
induzierten Osteoporose, rheumatoider Arthritis und auch bei malignen 
Erkrankungen, wie dem multiplen Myelom (Vega et al., 2007). Sowohl 
Veränderungen der Hormonkonzentration im Körper wie z.B. die Konzentration 
der Sexual- und Steroidhormone bei postmenopausaler od  Glukokortikoid-
induzierten Osteoporose, als auch Milieu-Veränderungen im Sinne chronischer 
Entzündungen wie bei der rheumatoiden Arthritis oder der Atherosklerose ziehen 
dabei eine Veränderung des RANKL/OPG-Gleichgewichtes und in Folge 
Umbauvorgänge im Knochen nach sich. Das RANKL/RANK/OPG-System stellt 
möglicherweise das zentrale Bindeglied zwischen skeletal n und vaskulären 




pathophysiologischen Veränderungen dar, zumal OPG als löslicher Inhibitor von 
RANKL nicht nur von Zellen des Knochenstoffwechsels, sondern auch u.a. von 
vaskulären glatten Muskelzellen und Endothelzellen produziert und sezerniert 
wird (Bucay et al., 1998; Min et al., 2000; Chikatsu et al., 2002; Hofbauer et al., 
2006).  
Ein Großteil OPG-defizienter Mäuse entwickelten neben einem osteoporotischen 
Knochenphänotyp auch mediale Kalzifizierungen der Ao ta und Nierenarterien 
(Bucay et al., 1998; Mizuno et al., 1998b), deren Ausbildung durch transgene 
OPG-Überexpression von Mitte der Schwangerschaft an verhindert werden 
konnte (Min et al., 2000). Weiterhin konnte eine simultane subkutane Behandlung 
mit OPG die durch Warfarin oder Vitamin D induzierten arteriellen 
Kalzifizierungen bei Ratten verhindern (Price et al., 2001). Hinweise auf eine 
protektive Funktion von OPG auch bei der Atheroskleros  lieferten OPG-/- ApoE-/-
-Mäuse, bei denen sich mit zunehmendem Alter die Plaquefläche vergrößerte, die 
Zelldichte der Gefäßwand abnahm und der Kollagen- und Proteoglykangehalt 
sowie die Kalzifizierung der intimalen Läsionen zunahmen. Zusätzlich zeigte sich 
bei diesen doppeldefizienten Mäusen eine ausgeprägte mediale Kalzifizierung 
(Bennett et al., 2006). In LDL-Rezeptor(-/-)-Mäusen, die unter atherogener Diät 
kalzifizierende Atherosklerose-Plaques entwickelten, konnte das Ausmaß der 
Kalzifizierung durch Behandlung mit rekombinantem OPG signifikant reduziert 
werden (Morony et al., 2008). Nicht nur im Tiermodell, sondern auch bei 
Menschen gibt es Hinweise für eine Verbindung zwischen Osteoporose und 
vaskulärer Kalzifizierung: Sie zeigen insbesondere bei postmenopausalen Frauen 
und älteren Menschen auf eine hohe Koinzidenz (Hofbauer und Schoppet, 2001). 
Die Plasmakonzentration von OPG war mit dem Kalzium-Gehalt in 
Koronararterien assoziiert (Abedin et al., 2007). Eine erhöhte Serumkonzentration 
an OPG wurde zudem bei Patienten mit KHK (Jono et al., 2002; Schoppet et al., 
2003) und Atherosklerose der Carotiden (Kiechl et al., 2004, Kadoglou et al., 
2008) beobachtet und zeigte eine Assoziation mit einer erhöhten kardiovaskulären 
Mortalität (Browner et al., 2001; Kiechl et al., 2004). Weiterhin konnte eine 
Verbindung zwischen Polymorphismen des OPG-Gens mit der vaskulären 
Morphologie und Funktion (Brandstrom et al., 2002) sowie mit einem 
gesteigerten Risiko für eine KHK (950TC/1181GC und 950CC/1181CC, Soufi 




et al., 2004) festgestellt werden. Die Assoziation von OPG-Serum-
Konzentrationen mit vaskulären Erkrankungen konnte inzwischen von 
verschiedenen Gruppen in einer Vielzahl verschiedenr Gefäßgebiete und unter 
verschiedenen Evaluationsbedingungen bestätigt werden (Kiechl et al., 2006). 





Das Ziel der hier vorliegenden Arbeit ist es, die Rgulation der OPG-Expression 
in humanen Endothelzellen zu charakterisieren und Erkenntnisse über deren 
Bedeutung in der Regulation des Knochen- und Gefäßstoffwechsels zu gewinnen.  
 
Die zentrale Hypothese ist, dass die OPG-Produktion in humanen Endothelzell n 
durch die TH2-Zytokine Interleukin-4 und Interleukin-13 in STAT6-abhängiger 
Weise reguliert wird und dass diese OPG-Produktion einen parakrinen Effekt auf 
Osteoklasten hat.  
 
Um diese Hypothese zu prüfen, wurden verschiedene Ei zelprojekte in vitro 
durchgeführt:  
• STAT6-abhängige Regulation der Osteoprotegerin-Produktion durch 
die TH2-Zytokine Interleukin-4 und Interleukin-13 in humanen 
Endothelzellen 
• IL-4-Rezeptor-spezifische Signaltransduktion der IL-4-induzierten 
STAT6-Aktivierung und OPG-Expressionssteigerung 
• Hemmung der Signaltransduktion durch spezifische Phospholipase C-
Blockade 
• Direkte Wirkung der T H2-Zytokine auf die Osteoklastogenese 
• Parakrine Modulation der Osteoklastogenese durch Endothelzellen 
 
 








Die humanen Zellen (Human umbilical vein endothelial cells, HUVEC) wurden 
als primäre Endothelzellen aus Nabelschnurvenen gewonnen, deren Verwendung 
nach Aufklärung durch eine schriftliche Einwilligung der Eltern des 
Neugeborenen gestattet wurde (Patientenaufklärung und Einverständniserklärung 
siehe Anhang). Die Entbindungen fanden im Diakonie-Krankenhaus Wehrda und 
im Universitäts-Klinikum in Marburg statt. Die Versuche, in denen diese Zellen 
verwendet wurden, sind von der Ethikkommission der Philipps-Universität 
Marburg genehmigt worden (Aktenzeichen 78/05).  
Osteoklasten 
Es wurde das Poietics osteoclast precursor system der Firma Cambrex (Verviers, 
Belgien) verwendet, welches primäre humane Osteoklasten-Vorläuferzellen 
(OCP) beinhaltet. Diese Zellen zeigten in entsprechender Kultur nach 7-11 Tagen 
Osteoklasten-Morphologie und eine aktive Resorption v  Kollagenmatrix. 
 
3.1.2. Reagenzien und Verbrauchsmaterial 
Zellisolierung 
Sterile Abdecktücher als Arbeitsunterlage sowie die sterilen Tupfer wurden von 
der Paul-Hartmann AG (Heidenheim, Deutschland) bezog n. 10 ml Spritzen und 
0,9 x 25 mm Braunülen lieferte die B. Braun-Melsunge  AG (Melsungen, 
Deutschland). Als Desinfektionsmittel wurden Gigasept FF und Terralin Liquid 
der Schülke & Mayr GmbH (Norderstedt, Deutschland) verwendet. Einmal-Latex-
Handschuhe lieferte die NOBA-Verbandmittel Danz GmbH &Co. KG (Wetter, 




Deutschland). Die Kollagenase A zur HUVEC-Isolierung kam von Roche 
(Grenzach, Deutschland). 
Zellkultur 
Die in der Zellkultur verwendeten Zellkulturflaschen (75 cm² oder 25 cm²), 
6 Well-Zellkulturplatten, Cryo-Gefäße, Zentrifugenröh chen, Glaspipetten und 
Einmalzellschaber wurden von Greiner Bio-One (Frickenhausen, Deutschland) 
bezogen, die Petrischalen von Becton Dickinson (Plymouth, UK). Medium 199, 
Trypsin-EDTA-Lösung für Endothelzellkulturen, Typ 1 Rattenschwanz-Kollagen, 
ECGF stammte von Sigma (Steinheim, Deutschland). L-Glutamin lieferte 
Biochrom AG (Berlin, Deutschland). Penicillin (10.00 Units/ml)/Streptomycin 
(10 mg/ml), fetales Kälberserum (FCS) und Dulbecco’s Phosphat buffered saline 
(PBS) (mit Ca++, Mg++) waren von PAA Laboratories (Pasching, Austria). D-PBS 
(ohne Ca++, Mg++) stammte von Gibco BRL (Paisley, UK). Alle Materialien zur 
Kultur der Osteoklasten inklusive OsteoLyseAssay Kit und OCP BulletKit, OCP 
Basal Medium und OCP Growth Medium SingleQuot Kit wurden von Cambrex 
Bio Science (Verviers, Belgien) bezogen.  
Die Zytokine IL-4, IL-13, sowie der lösliche IL-4 –Rezeptor und der OPG-
Antikörper waren von R & D (Wiesbaden-Nordenstadt, Deutschland). Der 
Inhibitor D-609 stammte von Biomol (Hamburg, Deutschland), G-418 von PAA 
Laboratories (Pasching, Austria). Als Lösungs- und Verdünnungsmittel der 
Stimulanzien dienten Ethanol absolut von der Firma Riedel-de-Haen (Seelze, 
Deutschland), bovines Serum-Albumin (BSA) und DMSO von Sigma. 
RNA-Isolierung 
Bei der Isolierung von Gesamt-RNA wurde das RNeasy-Mini Kit und der 
QIAshredder der Firma Qiagen (Hilden, Deutschland) verwendet. β-
Merkaptoethanol war von Sigma.  
Northern Blot 
Für das Agarose-Gel und den Auftragspuffer im Rahmen d r Gelelektrophorese 
wurden Agarose von Gibco BRL (Paisley, UK), Formamid und Formaldehyd-
Lösung von Sigma eingesetzt. Des Weiteren wurden Chromatographiepapier von 




Whatman (Maidstone, UK), Nylonmembranen von Amersham (Little Chalfont, 
UK) und Saugpapier von Kimberly-Clark (Reigate, UK) verwendet. 
Methylenblau, MOPS, Bromphenolblau, Xylenzyanol, NaCl, Natrium-Zitrat und 
Glyzerol, Natrium-Azetat, Eisessig 99,8%, Natriumhydroxid und EDTA wurden 
von Sigma bezogen. 
Radioaktive Markierung von cDNA und Northern Blot-H ybridisierung 
Das Wizard-DNA-purification-Kit war von Promega (Madison, USA) und das 
Restriktionsenzym EcoRI war von Boehringer-Mannheim (Mannheim, 
Deutschland). Zur radioaktiven Markierung wurde das DECAprime-ΙΙ-DNA-
Labelling-Kit von Ambion (Austin, TX, USA) verwendet. Amersham lieferte die 
[α32P]-dCTP-Nukleotide, sowie Senzacon zur Reinigung der verwendeten Geräte. 
Strahlenschutzvorrichtung und die Reinigungssäulen für radioaktive Sonden 
wurden von Stratagene (La Jolla, CA, USA) bezogen. Die Express-
Hybridisierungslösung stammte von Clontech (Palo Alt , CA, USA), die humane 
β-Aktin-cDNA von BD Biosciences (Erembodegem, Belgien). Die 
Hybridisierungsbeutel waren von Gibco BRL (Paisley, UK). Die Kassetten mit 
Verstärkerfilmen in der Größe 20 cm × 25 cm wurden von Rego (Augsburg, 
Deutschland) bezogen. Die passenden Röntgenfilme lief rte Kodak (Rochester, 
NY, USA).  
Western Blot 
Die Bradford-Lösung zur Proteinkonzentrationsbestimmung, der Marker SDS-
PAGE Standard Broad Range und die Nitrozellulose-Membranen wurden von Bio 
Rad (Hercules, CA, USA) und der Röntgenfilm (Hyperfilm) von Amersham /GE 
Healthcare (München, Deutschland) bezogen. Sigma lieferte TEMED, Tween 20, 
Tris Base, Tris und Ammoniumperoxiddisulfat. Milchpulver und Rotiphorese 
kamen von Roth (Karlsruhe, Deutschland), die Substanzen KCl, Na2HPO4, 
K2HPO4 und HCl von Merck (Darmstadt, Deutschland), Glyzin von Riedl-de-
Häen und Towbin-Puffer und DTT (Dithiothreitol) von der Serva Electrophoresis 
GmbH (Heidelberg, Deutschland). Die verwendeten Antikörper gegen STAT6 
und Phospho-STAT6 (Tyr641) und der horseradish peroxidase (HRP)-
konjugierten anti-rabbit-IgG-Antikörper wurden von Cell Signaling Technology 




(Frankfurt, Deutschland) bezogen, das zur Detektion verwendete SuperSignal 
West Dura Extended Duration Substrate von Pierce Biotechnology (Rockford, 
Irland).  
OPG-Protein-Quantifizierung 
Zur Quantifizierung wurde das Osteoprotegerin ELISA Kit von Immundiagnostik 
(Bensheim, Deutschland) verwendet. Die Präzision und Reproduzierbarkeit dieses 
ELISAs beträgt 6 - 8 % (Intra-Assay Varianzkoeffizient) und 3 - 5 % (Inter-Assay 
Varianzkoeffizient). Die untere Nachweisgrenze für OPG liegt bei 0,14 pmol/l.  
Osteoklasten-Assay 
Der verwendete Osteoklasten-Assay Kit wurde von der Firma Cambrex bezogen.  
 
3.1.3. Lösungen und Puffer 
BSA in PBS 
1 × PBS (Phosphate buffered saline); 0,1% BSA (Bovine serum albumin) 
DEPC-behandeltes Wasser 
destilliertes Wasser mit 0,1% DEPC; nach 24 h 30 min autoklavieren  
 
Northern Blot 
Farbstoffpuffer für RNA-Gele 
50 % Glyzerol; 0,25 % Bromphenolblau; 0,25 % Xylenzyanol; 
1 mM EDTA pH 8,0 
Methylenblau-Lösung 
0,04 % Methylenblau; 0,8 M Natriumazetat pH 4,0 




10 × MOPS 
20 mM MOPS (3-(N-morpholino) Propansulfonsäure); 5 mM Natriumazetat; 
0,1 mM EDTA; mit NaOH pH-Wert 7,0 einstellen. 
20 × SSC (Standard sodium citrate) 




2 × SSC; 0,05 % SDS (Sodium dodecylsulphate) 
Waschlösung 2 




80 g/l NaCl (136 mM); 2 g/l KCl (2,7 mM); 11,5 g/l Na2HPO4 (12,1 mM); 2 g/l 
K2HPO4 (1,5 mM); mit 1 M HCl pH-Wert 7,4 einstellen 
Lysepuffer  
62 mM Tris/HCl (pH 6,8); 2 % v/w SDS; 10 % Glycerol; 50 mM DTT; 0,01 % 
Bromphenolblau 
5 x Laemmli-Probenpuffer 
310 mM Tris/HCl (pH 6,8); 50 % Glyzerol (w/v); 10 %SDS; 0,5 % 
Bromphenolblau; Vor Verwendung β-Merkaptoethanol zusetzen 
(Endkonzentration 3,5 % (v/v)) und gut mischen.  
 





0,08 g Tris Base (1,5 M); 20 % SDS; auf 500 ml aqua dest; pH = 8,8 
Trenngel-Lösung (12 %) 
40 ml Trenngelpuffer; 36 ml Glyzerol; 20 ml aqua dest; 64 ml Rotiphorese 
(Acrylamid) 
Sammelgel-Puffer 
30 g Tris Base (0,5 M); 20 % SDS; auf 500 ml aqua dest; pH = 6,8 
Sammelgel-Lösung (12 %) 
50 ml Sammelgelpuffer; 118 ml aqua dest; 32 ml Rotiphorese 
10 x Laufpuffer 
20 g SDS; 288 g Glyzin; 60,6 g Tris; auf 2 l aqua dest; für Gelelektrophorese auf 
1:10 verdünnen mit aqua dest 
Transfer-Puffer  
100 ml Towbin-Puffer; 900 ml aqua dest; 200 µl Tween 20  
10 x Tris Buffered Saline (TBS) 
auf 1 l Aqua dest: 24,2 g Tris; 80 g NaCl; mit HCl pH 7,6 einstellen 
Blockierungspuffer (Milch-TBS/T) 
40 ml 1 x TBS; 0,1 % Tween-20; 2 g Milchpulver (5 % w/v) 
Wasch-Puffer (TBS/T) 
1 x TBS; 0,1 % Tween-20 
Antikörper Lösungspuffer (BSA-TBS/T) 
1 x TBS; 0,1 % Tween-20; 5 % BSA 




Für Mengen-, Größen-, Zeit- und andere physikalische Angaben wurden die 
internationalen SI- Einheiten oder deutsche gesetzliche Einheiten verwendet. 
 
3.1.4. Geräte 
In der Zellkultur wurde ein Sterilflow Modell Lamin Air HB 2448 von Heraeus 
Instruments (Hanau, Deutschland) verwendet. Ebenfalls von Heraus Instruments 
waren ein CO2-begaster Brutschrank und eine Zentrifuge. Das Wachstum der 
Zellen wurde mit einem Mikroskop von Olympus Corporation (Tokyo, Japan) 
beurteilt. Die RNA-Isolierung wurde in einer Zentrifuge von Eppendorf-Netheler-
Hinz (Hamburg, Deutschland) durchgeführt und die Quantifizierung der RNA 
erfolgte in einem Spektralphotometer Gene Quant von Pharmacia (Cambridge, 
UK). Zum Trocknen der RNA-Proben im Rahmen des Northern Blot wurde eine 
Kühlfalle Alpha I-5 von Christ (Osterode, Deutschland) mit angeschlossener 
Zentrifuge von Bachofer (Reutlingen, Deutschland) und Vakuumpumpe von 
Pfeiffer (Asslar, Deutschland) eingesetzt. Zum Erhitzen der Proben zwecks 
Denaturierung wurde ein Thermomixer von KOBE (Wetter, Deutschland) 
eingesetzt. Die horizontale Gelelektrophorese lief n einer Kammer mit 
passendem Netzgerät Power Pac 200 von Bio Rad Laboratories (Richmond, 
USA). Die RNA wurde mit Hilfe des UV Stratalinker™ 2400 von Stratagene 
(La Jolla, CA, USA) auf der Nylonmembran fixiert. Bei der Hybridisierung wurde 
ein Hybridisierungsofen von Bachofer verwendet. Die Entwicklung der 
Röntgenfilme erfolgte in einem Filmautomat Curix 60 von Agfa (Köln, 
Deutschland). Die Zelllysat-Proben wurden im Rahmen d s Western Blot mit 
einem Ultraschallgerät von B. Braun-Melsungen AG (Melsungen, Deutschland) 
sonifiziert und in einem Thermoblock DriBlock DB 2A von Techne AG 
(Burkhardtsdorf, Deutschland) gekocht. Zur Gelelektrophorese wurde das Thermo 
EC-Mini Vertical Gel System von Techtum (Umea, Schweden) mit passendem 
Netzgerät Power 300 von Fisher Bioblock Scientific (Illkirch, Frankreich) 
verwendet, der Blot erfolgte in Blotkammern von Bio Rad Laboratories (Hercules, 
CA, USA) mit einem Netzgerät von Hoefer Scientific Instruments (San Francisco, 
CA, USA). Die zur Proteinmessung eingesetzten Mikrot terplatten wurden in 
einem Mikrotiterplattenphotometer MRX von Dynatech Laboratories (Guernsey, 




UK) gelesen. Es wurden Pipetten von Eppendorf (Hamburg, Deutschland; 
Multipipette plus) und von Hirschmann Laborgeräte (Eberstadt, Deutschland; 
Pipetus-Akku) verwendet. Die Tischzentrifuge war von Stratagene (La Jolla, CA, 
USA) und der Autoklav war von Fritz Gössner (Hamburg, Deutschland). Zur 
Fluoreszenz-Messung wurde das Fluoreszenz-Fluorimeter BMG FluoStar Galaxy 
von BMG Labtechnologies (Offenburg, Deutschland) verwendet, die Software 
kam von der ReTiSoft Inc. (Toronto, Kanada). 





3.2.1. Endothelzellgewinnung aus humanen Umbilikalvenen 
Nabelschnur 
Zur Gewinnung der Endothelzellen wurden nur Nabelschnüre verwendet, bei 
denen die Abtrennung von Plazenta und Neugeborenem maximal 24 h zurücklag 
und diese dabei doppelseitig abgeklemmt worden waren. Unmittelbar nach der 
Abtrennung wurde die Nabelschnur in einen Sterilbehält r, gefüllt mit Dulbecco’s 
PBS-Puffer gegeben. Darin erfolgte auch der Transport zum Arbeitsplatz, so wie 
ggf. die Aufbewahrung bei 4 °C bei längerem Zeitintervall bis zur Aufarbeitung. 
In optimaler Weise erfolgte die Aufarbeitung der Nabelschnur direkt nach der 
Entbindung. Um eine für eine Kultivierung ausreichend  Anzahl an HUVEC aus 
einer Nabelschnur zu gewinnen, wurde auf eine Mindestlänge von 10 cm bei der 
Abklemmung geachtet. 
Isolierung von Endothelzellen 
Die Zellisolierung erfolgte unter einem Sterilflow bei Raumtemperatur, das 
verwendete chirurgische Besteck wurde nach jeder Verwendung gewaschen, 
desinfiziert, autoklaviert und steril verpackt gelagert. Als Arbeitsunterlage dienten 
sterile Tücher, des Weiteren wurden einmal-verwendbare Handschuhe und 
Gebrauchsmaterialien benutzt. 
Um das Risiko der Übertragung von Bakterien von der Außenseite der 
Nabelschnur in das Lumen der Vene zu reduzieren, wurde diese gründlich mit 
70 % Ethanol gesäubert. Die Nabelschnur wurde knapp oberhalb der unteren 
Klemme abgeschnitten, um das noch in der Umbilikalvene befindliche Blut zu 
entfernen. Die Schnittfläche wurde mit Steriltupfern abgetupft. Eine Braunüle, 
deren Nadel entfernt, Schlauch gekürzt, sowie Seitenflügel abgeschnitten waren, 
wurde vorsichtig eingeführt und mittels chirurgischer Klemme in ihrer Lage 
lumenabschließend fixiert. Die Überprüfung der Dichtigkeit des Abschlusses und 
der korrekten Lage der Braunüle erfolgte durch Anspülen mit Dulbecco’s PBS. 




Anschließend wurde die zweite Klemme ebenfalls abgeschnitten und die 
Umbilikalvene mit Dulbecco’s PBS mehrfach gespült, bis das Effluat klar war. 
Zur Lösung der HUVEC von der extrazellulären Matrix wurde 0,2 %ige 
Kollagenase A verwendet. Die in Pulverform gelieferte Kollagenase A wurde 
dazu in 50 ml Dulbecco’s PBS gelöst und steril gefiltert. Je nach Länge der 
Nabelschnur wurden 5 - 7 ml Kollagenase-Lösung mit Hilfe einer 10 ml-Spritze 
über die Braunüle in die nun mit einer zweiten chirurgischen Klemme am anderen 
Ende verschlossene Vene gefüllt und die Spritze als Stopfen auf der Braunüle 
belassen. Ummantelt mit Alufolie folgte eine Inkubation für 15 min über einem 
Wasserbad (37 °C). Nach Ablauf der Inkubationszeit wurde die untere Klemme 
wieder entfernt und das Effluat in einem 50 ml-Zentrifugenröhrchen aufgefangen. 
Die Nachspülung der Vene erfolgte mit 20 ml Dulbecco’s PBS und 
unterstützender Massage der Nabelschnur. Das Effluat wurde für 5 min bei 
200 x g, 20 °C, zentrifugiert, der Überstand anschließend abgegossen, das 
Zellpellet mit 13 ml Kulturmedium resuspendiert und in eine 75 cm2-
Kulturflasche überführt. Eine mikroskopische Kontrolle zeigte HUVEC-
Zellkluster und Erythrozyten.  
Am folgenden Tag erfolgte ein Mediumwechsel, um die Erythrozyten und nicht 
angewachsene HUVEC zu entfernen. Die HUVEC hatten zu diesem Zeitpunkt 
clusterförmige Monolayer ausgebildet. 
 
3.2.2. Zellkultur der HUVEC 
Um eine optimale Zelladhäsion und stabile Haftung der HUVEC in 
Kulturflaschen, Petrischalen und 6-Well-Kulturplatten zu erreichen, wurden diese 
mit Kollagen Typ 1 der Ratte beschichtet. 
Dazu wurden 25 mg Rattenschwanz-Kollagen in 250 ml ,1 M Essigsäure gelöst. 
In 75 cm2-Kulturflaschen wurden 6 ml gegeben, in 4 ml-Petrischalen 2 ml und 
1 ml je Well einer 6-Well-Kulturplatte. Diese wurden über Nacht im Kühlschrank 
bei 4 °C aufbewahrt. Am nächsten Tag wurde die Kollagen-Lösung abgesaugt und 
die Kulturflaschen und Petrischalen über Nacht im Brutschrank (37 °C, 5 % CO2) 




inkubiert. Anschließend wurden diese wieder bei 4 °C im Kühlschrank gelagert 
und vor Verwendung mit Dulbecco’s PBS gespült. 
Das Kulturmedium setzte sich zusammen aus basalem Mdium (Medium 199, 
Sigma) mit 1 % L-Glutamine und 0,4 % Penicillin (10.0 0 U/ml)/Streptomycin 
(10 mg/ml), 20 % fetales Kälberserum (FCS) und 1 % ECGF. Das FCS wurde für 
30 min im Wasserbad bei 56 °C erhitzt, um die Komplementfaktoren zu 
inaktivieren. 
Die Inkubationsbedingungen des Brutschrankes wurden auf eine Temperatur von 
37 °C und einem CO2-Anteil von 5 % adjustiert.  
Alle 48-72 h erfolgte ein Mediumwechsel. Bei einem subkonfluenten Bewuchs 
der Kulturflasche von 80-90 %, bzw. bei vollständiger Konfluenz der Zellcluster 
mit einer Abkugelung der spindelförmigen HUVEC, erfolgte eine Teilung der 
Kultur. Abhängig von der bei der Isolierung gewonneen Anzahl an HUVEC war 
eine erste Passagierung nach durchschnittlich einer Woche Kultur möglich. Für 
die Experimente wurden Zellen maximal nur bis zur zweiten Passage verwendet. 
Zellteilung 
Zur Passagierung wurde das Zellkulturmedium abgesaugt und die Kultur mit D-
PBS (ohne Ca++, Mg++) zweimal gespült. Anschließend wurden 1,5 ml Endothel-
Trypsin-EDTA zugesetzt und 3 - 4 min im Brutschrank inkubiert, um die 
Adhärenz des HUVEC-Monolayers am Kulturflaschenboden aufzuheben. Um den 
Ablösevorgang zu unterstützen, wurde leicht von unten gegen die Kulturflasche 
geklopft. 
Zugabe von 10 - 15 ml Kulturmedium (ohne endothelial n Wachstumsfaktor; 
ECGF) stoppte die Reaktion. Die Zellsuspension wurde in ein 50 ml-
Zentrifugenröhrchen überführt und für 5 min bei 200 x g und Raumtemperatur 
zentrifugiert. 
Der Überstand wurde entsorgt und das Zellpellet mit 4 ml Kulturmedium (ohne 
ECGF) resuspendiert. Anschließend wurde der Überstand abgegossen und das 
Zellpellet mit 4 ml Kulturmedium (ohne ECGF) resuspendiert. Es folgte die 




Entnahme von 10 µl dieser Suspension zur Zellzählung mit der (Neubauer)-
Zählkammer (gezählte Zellen x 10.000 = Gesamtzellzahl in der Suspension). 
Bei Neuaussaat der Zellen wurden in eine Kulturflasche 5 x 105 - 106  Zellen, in 
4 ml-Petrischalen 15 x 104 - 2 x 105  Zellen und in 6-Well-Kulturplatten à 
2 ml/Well 12 x 104  Zellen je Well überführt. Die Kontrolle der gleichmäßigen 
Aussaat erfolgte mikroskopisch. 
Das Passagieren der Zellkultur und deren Mediumwechsel wurden unter einem 
Sterilflow durchgeführt, um die Kontamination der Zellen mit Bakterien und 
Pilzen zu vermeiden. 
 
3.2.3. Stimulation der HUVEC 
Die Zellen wurden 72 h vor der Stimulation in 6 Well-Kulturplatten (für Western 
Blots) bzw. in 4 ml-Petrischalen (für Northern Blots) ausgesät. Die Kulturplatten 
bzw. Petrischalen wurden zuvor mit Kollagen beschichtet. Zwölf Stunden vor der 
Stimulation wurde das Kulturmedium gegen ein Hungermedium ausgetauscht, 
welches sich aus Basalmedium mit 1 % L-Glutamin und 0,4 % Penicillin 
/Streptomycin, sowie 0,4 % FCS zusammensetzte. So wurde ein Proliferationsstop 
der HUVEC erreicht. Die FCS-Konzentration wurde auf 0,4 % reduziert um 
mögliche Interferenzen mit den Stimulanzien zu minieren. Zum Zeitpunkt der 
Stimulation zeigte die HUVEC-Kultur eine 90 %ige Konfluenz.  
Der Mediumwechsel sowie die Zugabe der Stimulanzien nach 12 h Vorinkubation 
in Hungermedium erfolgte unter einem Sterilflow bei Raumtemperatur. Als 
Kontrolle diente das Lösungsmittel des Stimulans, das ebenso bei Verdün-
nungsreihen als Verdünnungsmittel eingesetzt wurde. Die Konzentrationen lagen 
substanzabhängig zwischen 1 pg/ml und 10 µg/ml. Beendet wurde die Stimulation 
durch die Abnahme des Mediums und die Zelllyse. Nach Zeitkinetik ermittelt 
betrug die Standard-Inkubationszeit mit dem Stimulans für Northern Blots 24 h, 
für Western Blots 30 min (Abb. 6). Bei Zeitkinetiken iner Substanz wurden die 
Zellen mit einer bestimmten Konzentration für unterschiedliche Zeiträume 




behandelt. Die Konzentration wurde anhand signifikanter Effekte der Substanz in 












Abb. 6: Stimulation der HUVEC. Die HUVEC wurden 72 h vor Stimulation in Petrischalen (für 
Northern Blots) bzw. in 6-Well-Platten (für Western Blots) ausgesät. Nach 24 h wurde das 
Kulturmedium gegen Hungermedium (FCS 0,4 %) ausgetauscht. Die Stimulation erfolgte nach 
weiteren 12 h. Für die Western Blot-Analyse wurden die HUVEC nach 30 min lysiert, die RNA-
Isolierung für die Northern Blot-Analyse und Entnahme des Kulturüberstandes für den Protein-
ELISA erfolgte 24 h nach Stimulans-Zugabe.  
 
3.2.4. RNA-Isolierung aus HUVEC 
Um aus einer geringen Menge von HUVEC eine relativ große Menge an RNA zu 
gewinnen, wurde der RNeasy Mini Kit von Qiagen (Hilden, Deutschland) 
verwendet. Das angewendete Prinzip ist eine Kombinatio  der selektiven 
Bindungskapazitäten einer Membran auf Silikatgelbasis mit der Geschwindigkeit 
der Zentrifugaltechnik zur Isolierung von mRNA-Molekülen aus biologischen 
Proben.  
Bei allen Versuchen mit RNA wurden Einmalhandschuhe getragen und diese 
häufig gewechselt. Die Materialien und Reagenzien für RNA-Versuche wurden 




als solche gekennzeichnet und isoliert von anderen Chemikalien gelagert. Als 
Pipettenspitzen und Gefäße wurden bevorzugt Einwegartikel verwendet und diese 
durch Autoklavierung sterilisiert. Wiederverwendbare Glas- und Kunststoffgefäße 
wurden ebenfalls entsprechend präpariert. Glasgefäße wurden dazu über Nacht bei 
200 °C gebacken, Gefäße aus Kunststoff wurden entweder mit 0,03 % 
Wasserstoffperoxid und anschließend mit destilliertem Wasser behandelt oder die 
RNasen mit Hilfe eines RNase-Erase-Sprays der Firma Biomedicals (Aurora, 
USA) entfernt. Alle Lösungen und Puffer wurden mit DEPC-Wasser in 
gebackenen Gefäßen angesetzt und autoklaviert (20 × SSC, 10 × MOPS, 
Methylenblau-Lösung, Farbstoffpuffer für RNA-Gele), um eine effektive RNase-
Hemmung zu erreichen. Um die Stabilität der RNA zu gewährleisten, wurden die 
Arbeiten mit RNA grundsätzlich auf Eis durchgeführt und die Arbeits-
geschwindigkeit zügig gehalten. Alle Schritte der RNA-Isolierung wurden bei 
Raumtemperatur durchgeführt.  
Zur Vorbereitung der Isolierung wurde zu dem RPE-Puffer, der als Konzentrat 
geliefert wurde, das 4-fache Volumen an 99,8 % Ethanol zugegeben, sowie dem 
RLT-Puffer 14,3 M β-Merkaptoethanol (10 µl β-ME auf 1 ml RLT-Puffer) 
zugefügt. Das Medium wurde von den Zellen abgenommen und für die spätere 
Proteinanalyse bei -20 °C aufbewahrt. Auf die HUVEC-Monolayer wurden dann 
je 4 ml-Petrischale 1400 µl des RLT-Puffer /β-Merkaptoethanol-Gemisches 
gegeben, um die Zellen von dem Schalenboden zu lösen und die Zellwände zu 
zerstören. Mehrmaliges Auf- und Abpipettieren diente der Homogenisierung der 
Probe. Anschließend wurden jeweils 1400 µl 70 %iges Ethanol hinzugegeben und 
mit dem Lysat vermischt. Die RNeasy-Säulen wurden jeweils in vier Etappen mit 
700µl des Lysats beladen und dann für jeweils 1 min bei > 8000 x g in einer 
Tischzentrifuge zentrifugiert. Nach darauf folgendem Waschen mit 700 µl RW1-
Puffer, 15 sec bei > 8000 x g, wurde jede Säule auf ein neues Unterhütchen 
umgesetzt. Zwei weitere Waschungen mit jeweils 500 µl RPE-Puffer folgten für 
15 sec bei > 8000 x g. Um die Silica-Gel-Membran der Säulen zu trocknen, wurde 
nun für 2 min bei > 8000 x g zentrifugiert. Nach diesem Vorgang wurden die 
Säulen auf Eppendorf-Cups umgesetzt. Um die RNA in diese Gefäße zu eluieren, 
wurden nun 50 µl RNase-freies Wasser direkt auf die Membran gegeben und für 




1 min bei > 8000 x g zentrifugiert. Das Eluat wurde bei –80 °C bis zur weiteren 
Verwendung tiefgefroren. 
 
3.2.5. Photometrische Quantifizierung der RNA 
Um die eluierte RNA zu quantifizieren, wurde per UV-Spektralphotometrie die 
Konzentration ermittelt. Hierzu wurden 5 µl des RNA-haltigen Eluats mit 95 µl
RNase-freien Wasser verdünnt, in eine Quarzküvette gegeben und in einem UV-
Spektralphotometer das Absorptionsvermögen bei den W llenlängen λ = 260 nm 
und λ = 280 nm gemessen. Als Referenz wurde RNase-freies Wasser verwendet. 
Zur Berechnung der Konzentration der RNA dient die Annahme, dass eine RNA-
Lösung von 40 µg / ml bei einer Wellenlänge von λ = 260 nm eine Absorption von 
A260nm = 1 hat. Daraus ergibt sich eine Formel zur Berechnung der Konzentration 
(C) von RNA in wässriger Lösung:  
C [ng/µl] = A260n x U x V [ng/µl] 
Der Umrechnungsfaktor U entspricht bei RNA 40 µg / ml. V ist der 
Verdünnungsfaktor. Gleichzeitig gibt der Quotient A260nm zu A280nm einen 
Aufschluss über die Reinheit der entsprechend dem Grad der Kontamination mit 
Proteinrückständen. Ideal ist dabei ein Quotient vo 1,6  - 2,0. 
 
3.2.6. Northern Blot 
Der Northern Blot ist eine molekularbiologische Methode zur Untersuchung der 
Genexpression mittels Übertragung (Blotten) gelelektophoretisch aufgetrennter 
RNA auf eine Membran. Durch Kapillarkräfte wird die RNA aus dem Gel heraus 
auf eine reißfeste Nylonmembran gezogen und dort duch Quervernetzung 
festgehalten. Während des Transfers auf die Membran werden die relativen 
Positionen der RNA-Banden beibehalten, durch Hybridisierung mit 
komplementären Gensonden ist eine spezifische Markierung von RNA-Sequenzen 
möglich. So ist die RNA sowohl quantitativ, als auch qualitativ analysierbar. 




Gelelektrophoretische Auftrennung der mRNA 
Das Prinzip der Gelelektrophorese dient hier der Auftrennung von geladenen 
mRNA-Molekülen entsprechend ihrer Mobilität in einer Gelmatrix durch die 
Kraft, die ein angelegtes elektrisches Feld auf diese Moleküle ausübt. Die 
Mobilität der Moleküle ist bei gegebener Ladung und Feldstärke abhängig von 
deren Form und Größe, sowie dem Reibungswiderstand in der Gelmatrix. Der 
Formaldehydanteil im Gel wirkt denaturierend auf die mRNA und verhindert die 
Ausbildung einer ungünstigen Sekundärstruktur. Der Anteil an Agarose bestimmt 
die Durchlässigkeit des Gels und wird nach der zu erwartenden Fragmentgröße 
der mRNA-Fragmente gewählt. Je kleiner diese Fragmente sind, desto höher 
sollte die Agarose im Gel konzentriert sein. Somit werden die mRNA-Moleküle 
ihrer Größe nach aufgetrennt, wobei die Laufgeschwindigkeit der Größe 
proportional ist (Lehrach et al., 1977). 
In Vorbereitung zur gelelektrophoretischen Auftrennu g und anschließenden Blot 
wurden Proben mit 10 - 15 µg mRNA, die durch Isolierung aus HUVEC 
gewonnen wurden, in einer Vakuumzentrifuge mit angeschlossener Kühlfalle 
innerhalb von 40 min getrocknet. Resuspendiert wurden iese mit 14 µl eines 
Auftragspuffers, bestehend aus 350 µl Formamid, 160 µl Formaldehyd-Lösung 
(37 %) und 90 µl 10 × MOPS. Anschließend wurden basengepaarte 
Nukleotidabschnitte durch 5-minütiges Erhitzen auf 65 °C denaturiert und dann 
sofort wieder auf Eis gestellt, um eine erneute Ausbildung ungünstiger 
Sekundärstrukturen zu verhindern. Zwischen den Arbeitsschritten erfolgte 
ebenfalls eine Kühlung der Proben auf Eis. 
Zur Herstellung des denaturierenden Agarose-Gels wurden zunächst 3 g Agarose 
in 144,5 ml DEPC-Wasser und 20 ml 10 x MOPS durch Er itzen schlierenfrei 
gelöst, anschließend 35 ml Formaldehyd-Lösung hinzugegeben und diese zügig in 
einen Gelträger gegossen. Die einstündige Aushärtung des Gels erfolgte bei 
Raumtemperatur. 
Die Elektrophorese-Kammer wurde mit 140 ml 10 x MOPS und 1 l DEPC-Wasser 
als Laufpuffer gefüllt. Um das Stadium der Auftrennu g während der 
Elektrophorese beurteilen zu können und um die mRNA-Proben zu beschweren 




und somit in den Gelkammern zu halten, wurden den Proben vor Auftragung auf 
das Gel 6 µl Farbstoffpuffer zugefügt. Die angelegte Spannung zur Elektrophorese 
betrug 130 V für die erste Stunde und 100 V für die zw i folgenden Stunden. Um 
eine gleichmäßige Verteilung der Ionen im Laufpuffer zu gewährleisten, wurde 
der Gelträger nach Ablauf der ersten Stunde alle 30 min um 180 Grad gedreht. 
Northern Blot 
Zur Äquilibrierung wurde das Gel nach Herausnahme aus dem Gelträger auf 
einem Horizontalschüttler für 25 min in 200 ml 20 x SSC geschwenkt. Ebenso 
wurde eine positiv geladene Nylonmembran behandelt, nachdem sie auf Gelgröße 
zugeschnitten und 2 min mit DEPC-Wasser gewässert worden war. Die Apparatur 
für den Blot bestand aus einem Glasblock, der, mit Chromatographiepapier 
bedeckt, in einer mit 20 x SSC gefüllten Glasschale stand. Das 
Chromatographiepapier war ebenfalls in 20 x SSC getränk  und stand mit dem der 
Glasschale in Verbindung. Das äquilibrierte Gel wurde mit der Vorderseite nach 
unten auf das Chromatographiepapier gelegt. Etwaige Luftblasen zwischen den 
Kontaktflächen wurden entfernt und das Gel an allen S iten mit Folie abgeklebt, 
um einen direkten Kontakt der ober- und unterhalb des Gels liegenden Papiere zu 
verhindern. Auf das Gel wurde die äquilibrierte Nylonmembran ebenfalls mit der 
Vorderseite nach unten gelegt und auch hier auf eine vollständige Entfernung von 
Luftblasen geachtet. Darauf wurden vier Lagen Chromat graphiepapier und 
zuoberst ein 5 cm hoher Stapel Papiertücher geschichtet. Zusätzlich wurde die 
Apparatur mit einem 1 kg-Gewicht gleichmäßig beschwert. Geblottet wurde per 
Kapillarblot über 24 h bei Raumtemperatur. Nach Ablauf dieser Zeit wurden die 
Papiertücher zusammen mit dem Chromatographiepapier auf der Membran 
entfernt. Die Nylonmembran wurde mit der Vorderseite nach oben für 1 min in 
100 ml 2 x SSC geschwenkt und anschließend die RNA mit Hilfe eines UV-
Crosslinkers bei 1200 µJ fixiert. Um bereits vor Darstellung von RNA-Sequenz n 
durch Hybridisierung mit radioaktiven cDNA-Sonden die RNA beurteilen zu 
können, wurde diese mit Methylenblau angefärbt. Dazu wurde die Nylonmembran 
nun zuerst für 15 min in 5 %iger Essigsäure geschwenkt, dann für 5 min in 
Methylenblau-Lösung und zuletzt zweimal jeweils 3 min mit DEPC-Wasser 
gewaschen. Nach Trocknung der Nylonmembran wurde dise in einem 




Hybridisierungsbeutel vor Licht geschützt aufbewahrt und zur Dokumentation mit 
einem kommerziellen Photokopiergerät abgelichtet. 
 
3.2.7. Radioaktive Markierung von cDNA-Sonden 
cDNA-Sonden 
Verwendet wurde eine OPG-cDNA Sonde, um drei OPG-mRNA-Formen (2,9 kb, 
4,2 kb, 6,5 kb) nachzuweisen. Durch RT-PCR wurde diese aus einer Gesamt-
cDNA (1356 bp) primärer humaner Osteoblasten mit den Primerpaaren   
(sense: 5´ ACCTTGAATTCAGTATATATAACGTGATGAGCG 3´ und anti-
sense: 5´ ACCTTGAATTCATTATCATCCATGGGATCTCGC 3´) und unter 
Verwendung einer EcoRI-Schnittstelle amplifiziert und in den pGEM-T easy-
Vektor (Promega, Madison, USA) einkloniert. Nach Herst llung eines 4,4 kbp 
pGEM-OPG Expressionsvektors erfolgte die Amplifikaton in Escherichia coli 
JM 109 und die Präparation der Plasmide. Das pGEM-OPG wurde mit EcoRI 
verdaut und anschließend die OPG-cDNA-Sonde unter Verwendung des Wizard 
DNA purification Kit von Promega (Madison, USA) gereinigt (Hofbauer et al., 
1998). Zur Quantifizierung der im Northern Blot Verfahren auf eine Membran 
aufgebrachten OPG-mRNA wurde die cDNA-Sonde des Housekeeping-Gens β-
Aktin von Clontech (Palo Alto, USA) verwendet. Housekeeping-Gene sind 
konstitutiv von jedem Zelltyp exprimierte Gene, deren Transkriptionsrate von 
einer exogenen Stimulation der Zellen weitgehend unabhängig ist. 
Radioaktive Markierung der cDNA 
Zur radioaktiven Markierung der cDNA wurde das DECAprime ΙΙ DNA 
Labelling Kit der Firma Ambion (Austin, USA) verwendet. Das Prinzip basiert 
auf einer Methode der Synthese komplementärer DNA-Stränge unter Einbau eines 
radioaktiven [α-32 P]-dCTP-Nukleotids. Dabei wird die doppelsträngige DNA in 
Einzelstränge denaturiert. An diese binden decamere Primer, die einer DNA-
Polymerase І (Klenow) mit fehlender 5→̀3`-Aktivität als Initiationsstelle zur 
Synthese des komplementären DNA-Stranges dienen (Fei berg und Vogelstein, 




1983). Durch Hybridisierung der Northern Blots mit dieser radioaktiv-markierten 
cDNA-Sonde ist der Nachweis spezifischer RNA-Sequenzen möglich. 
Als Reaktionsansatz wurden 10 µl Nuklease-freies Wasser, 1 µl cDNA und 
2,5 µl 10 × Decamer in ein Eppendorf-Rröhrchen gegeben, durchmischt, 
zentrifugiert und durch 5-minütiges Erhitzen bei 95 °C die DNA denaturiert. Es 
folgte die sofortige Kühlung auf Eis und Zugabe von 5 µl 5 × Puffer-dCTP. Die 
folgenden Arbeitsschritte wurden in einem für die Arbeit mit radioaktiven 
Nukleotiden speziell ausgestatteten Raum durchgeführt. Zu dem Ansatz wurden 
nun 5 µl [α-32 P]-dCTP und 1,5 µl Klenow-DNA-Polymerase I pipettiert und für 
60 min bei 37 °C inkubiert. Zur Säuberung der cDNA-Sonde von nicht-
eingebauten Nukleotiden wurde das „Push columns“-Säulensystem der Firma 
Stratagene verwendet. Nach dem Prinzip der Affinitätschromatographie werden 
hierbei frei Nukleotide an das Austauscherharz der Säulen gebunden, DNA einer 
Länge von 17 bp - 50 kbp passiert dieses ungehindert (Sambrook et al., 1989). 
Um diese DNA zu äquilibrieren, wurden die Säulen zum Schutz vor radioaktiver 
Strahlung in einer Apparatur aus Plexiglas eingespannt und die 70 µl 1 × STE-
Puffer mit Hilfe einer luftgefüllten 10 ml-Spritze durch die Säulen gedrückt. Die 
radioaktive Probe wurde nun auf die Säulen gegeben und unter Benutzung einer 
luftgefüllten 10 ml-Spritze hindurchgedrückt, sowie unten in einem Eppendorfcup 
aufgefangen. Zur vollständigen Elution der cDNA folgten weitere Durchgänge 
mit einmal 70 µl 1 × STE-Puffer und zweimal 10 ml-Luftboli. Die cDNA-Probe 
wurde bis zur Verwendung zur Northern-Hybridisierung i  einem Isolationsgefäß 
für Radioaktivität bei -20 °C aufbewahrt.  
 
3.2.8. Hybridisierung 
Die Hybridisierung von gelelektrophoretisch aufgetrennter und anschließend im 
Northern Blot-Verfahren auf einer Membran fixierten RNA ist ein sensitives 
Verfahren zum Nachweis spezifischer RNA-Sequenzen. Diese werden mittels 
radioaktiv markierter cDNA-Sonden lokalisiert und durch Autoradiographie 
nachgewiesen (Alwine et al., 1977; Bonner, 1987; Meinkoth und Wahl, 1984; 
Thomas, 1980). 




In der Vorbereitung wurden der Hybridisierungsofen auf 68 °C vorgeheizt und die 
Hybridisierungslösung und Hybridisierungsflaschen ebenfalls auf diese 
Temperatur gebracht. Zusammen mit 15 ml der Hybridisierungslösung wurde die 
Nylonmembran in die Hybridisierungsflasche gegeben und für 30 min bei 68 °C 
im Ofen inkubiert. Eine gleichmäßige Benetzung der M mbran wurde dabei durch 
kontinuierliche Rotation der Hybridisierungsflasche gewährleistet. Die radioaktiv 
markierte cDNA-Sonde wurde für 5 min bei 95 °C denaturiert und dann auf Eis 
gestellt. Die Hybridisierungslösung wurde nach der 30-minütigen Inkubationszeit 
wieder aus der Hybridisierungsflasche entfernt und durch 10 ml Hybridisierungs-
lösung ersetzt, denen zuvor 10 - 20 µl der Probe radioaktiver cDNA-Sonde, je 
nach Radioaktivität der Probe, zugesetzt worden waren. Weitere 60 min 
Inkubation der Nylonmembran im Ofen unter kontinuierlicher Flaschenrotation 
folgten. Anschließend wurde der Ofen auf 50 °C gekühlt, während dessen 
außerhalb des Ofens der Waschvorgang der Nylonmembran begonnen wurde. Um 
die nicht-gebundenen cDNA-Sonden zu entfernen, wurde die Nylonmembran 
zunächst bei Raumtemperatur zweimal für 10 min in jeweils 500 ml Wasch-
lösung 1 (2 × SSC; 0,05 % SDS) auf einem Horizontalschüttler geschwenkt. 
Darauf folgte die Waschung mit der auf 50 °C vortemp rierten Waschlösung 2 
(0,1 × SSC; 0,1 % SDS) in einer neuen Hybridisierungsflasche im Ofen für 
zweimal je 40 min bei 50 °C. Die Nylonmembran wurde kurz mit 
Chromatographie-Papier angetrocknet, in einem Hybridisierungsbeutel platziert 
und dieser zugeschweißt. In der Dunkelkammer wurde ein Röntgenfilm auf die 
Membran gelegt und diese in einer Kassette mit beidseitigen Verstärkerfolien für 
24 h bei -80 °C exponiert. Je nach Filmschwärzung wurde ein neuer Film 
aufgelegt und die Expositionszeit bestimmt. Diese lag bei OPG-Hybridisierung 
bei vier Tagen bis eine Woche, bei β-Aktin-Hybridisierung bei 1 - 4 h. 
Dehybridisierung 
Um eine erneute Hybridisierung der mRNA auf der Nylonmembran durchführen 
zu können, musste zuvor die gebundene radioaktive cDNA-Sonde wieder entfernt 
werden. Hierzu wurde eine Lösung aus 500 ml DEPC-Wasser und 12,5 ml 20 % 
SDS auf 90 °C erhitzt und die Nylonmembran darin für 10 min geschwenkt. Es 
folgten weitere 10 min Schwenken in der Lösung bei Raumtemperatur. Die 




Nylonmembran wurde anschließend wieder in einem Hybridisierungsbeutel 
platziert und bis zur erneuten Hybridisierung bei 4 °C gelagert. 
 
3.2.9. Western Blot 
Der Western Blot ist eine Methode zum Nachweis spezifischer Proteine aus 
Proteinextrakten. Dabei werden Proteinextrakte in Polyacrylamidgelen 
elektrophoretisch nach ihrem Molekulargewicht getrennt und durch 
anschließendes Blotten auf eine Membran übertragen. Proteine (Antigen) können 
nun mittels spezifischer Antikörper nachgewiesen werden, die wiederum mit 
radioaktiv-markierten Antikörpern gekoppelt werden u d per Autoradiographie 
visualisiert werden. Dies erlaubt eine quantitative B urteilung der Expression 
bestimmter Gene.  
Vorbereitung 
Das Zellmedium wurde vollständig aus den Vertiefungen der 6-Well-
Zellkulturplatte entfernt und für die Proteinanalyse per ELISA bei -20 °C 
tiefgefroren. In jedes Well wurden nun 70 µl des zuvor angesetzten Lyse-Puffers 
pipettiert, diese jeweils mit Einmalschabern gründlich ausgeschabt und das 
Zelllysat sofort in Eis-gekühlte Eppendorfhütchen überführt. Nach 
anschließendem Sonifizieren der Lysat-Proben folgte 5-minütiges Zentrifugieren 
bei > 8000 x g, um unlösliche Zellbestandteile zu entfernen. 
Während der Arbeit mit Proteinextrakten wurde stets auf eine gute Kühlung der 
Proben und ein zügiges Arbeitstempo geachtet, um die Proteolyse durch Proteasen 
möglichst gering zu halten. 
Photometrische Proteinbestimmung nach Bradford  
Pro Vertiefung einer 96-Well-Kulturplatte wurden 250 µl Bradford-Lösung 
(Stocklösung von der Firma BioRad, Hercules, USA; Verdünnung 1:5 mit Aqua 
dest) vorgelegt. Für die Proteinstandard-Lösungen wurde aus einer Stocklösung 
1 mg/ml BSA in H2O eine Verdünnungsreihe, durch Zugabe von 0, 1, 2 4, 6 und 
8 µl in Doppelwerten zu der vorgelegten Bradford-Lösung (Bradford, 1976), 




erstellt. Deren Messwerte bildeten die Eichkurve für die Bestimmung der Protein-
Konzentrationen der Proben, von denen jeweils 2 µl in Doppelwerten in die 
vorbereiteten Wells pipettiert wurden. Nach Mischen u d 15 min Inkubation 
wurde in einem Mikrotiterplattenphotometer die Extink on bei λ = 570 nm gegen 
aqua dest gemessen.  
Polyacrylamid-Gelelektrophorese 
Zunächst wurden die Proteinextrakte in einem Natriumdodecylsulfat (SDS)-
haltigen Puffer, dem Laemmli-Puffer (Laemmli, 1970) für 5 min bei 100 °C 
denaturiert. Die Lösung wurde je Probe aus 20 µl 5 x Laemmli-Puffer und 60 µl 
DEPC-Wasser/Protein-Gemisch mit einer Gesamtkonzentration an Protein von ca. 
2 µg/µl angesetzt. Durch das starke Erhitzen werden die Sekundär- und 
Tertiärstruktur der Proteine aufgelöst und zusätzlich durch das im Puffer 
enthaltene β-Merkaptoethanol die Disulfidbrücken gespalten. Die Homogeni-
sierung der Proteinladung durch Anlagerung anionischer Moleküle des SDS an 
die entfalteten Proteine schafft die Grundlage für die Auftrennung der Proteine in 
der SDS-PAGE (Polyacrylamid-Gelelektrophorese) nach ihrem Molekular-
gewicht. 
Zur Herstellung einer 12 % SDS-PAGE wurden zunächst die Glasplatten und 
Spacer der Gelapparatur mit Ethanol gereinigt, in der Halterung eingespannt und 
mit Klammern fixiert. Um eine vorzeitige Polymerisation zu vermeiden, wurden 
die Gellösungen auf Eis zubereitet und TEMED (N, N, N, N, Tetramethyl-
ethylendiamin) jeweils erst kurz vor Ausguss des Gels zu der Lösung zugegeben. 
Als erstes wurde das Stoppgel (200 µl Trenngel-Lösung [12 %], 1 µl APS 
[10 % Ammoniumperoxiddisulfat in aqua dest], 1 µl TEMED) zwischen die 
Platten gegossen, durch Schwenken verteilt und für 10 min gehärtet. 
Anschließend wurden ca. 2/3 der Platte mit dem Trenng l (4 ml Trenngel-
Lösung [12 %], 12,5 µl APS, 6,25 µl TEMED), das letzte 1/3 mit dem Sammelgel 
(2,5 ml Sammelgel-Lösung [12 %], 20 µl APS, 5 µl TEMED) vollgegossen und 
der Ethanol-gesäuberte Kamm eingesteckt. Nach 45 min Aushärtungszeit wurde 
der Kamm gezogen, die Platten in die Laufkammer eingespannt und diese außen 
und innen (bis über die Taschenöffnungen) mit Laufpuffer gefüllt. Als Standard 
wurden 7 µl Marker in die erste Tasche gegeben, in die folgenden je 20 µl der 




zuvor zentrifugierten Proteinproben. Die Elektrophorese wurde bei 125 Volt für 
15 min bis Erreichen des Trenngels und von dort an für weitere 45 min bei 
160 Volt durchgeführt.  
Western Blot 
Für den Geltransfer auf eine Nitrozellulose-Membran wurden Gel und die 
Membran zunächst für 5 min in Transfer-Puffer äquilibriert. Es folgte die 
Schichtung, geblottet wurde bei 4 °C bei 300 mA und 500 V für 1 h. Nach 
Herausnehmen aus der Blot-Kammer wurde die Membran auf Gelgröße 
zugeschnitten, für 10 min getrocknet und dann für 1 h bei Raumtemperatur in 
25 ml Blockierungspuffer geschwenkt. Die Inkubation der Membran mit 
Antikörpern gegen P-STAT6 (Tyr641) bzw. Kontroll-STA 6 erfolgte in einer 
Lösung aus 10 ml Antikörper-Lösungspuffer und 10 µl Antikörper (Verdünnung 
1:1000) über Nacht bei 4 °C.  
Detektion 
Die Signal-Detektion erfolgte unter Nutzung eines Meerrettich-Peroxidase 
(Horseradish peroxidase)-konjugierten anti-Kaninche-IgG-Antikörpers und 
Chemilumineszenz-Reaktion. Dazu wurde die Membran zu ächst für 1 h bei 
Raumtemperatur in einer Lösung aus 10 ml Milch-TBS/T mit 1 µl anti-
Kaninchen-IgG-Antikörper (Verdünnung 1:10.000) unter l ichtem Schwenken 
inkubiert, anschließend mit Waschpuffer 3 x 15 min gewaschen und dann für 
5 min in eine spezielle Detektionslösung gelegt. Zur Darstellung des Ergebnisses 
wurde die Membran initial für 1 min in einer Filmkassette einem Röntgenfilm 




Zur Proteinanalyse des von HUVEC ins Zellkulturmedium freigesetzten OPGs 
wurde der Osteoprotegerin ELISA Kit der Firma Immundiagnostik (Bensheim, 
Deutschland) eingesetzt. Dieser besitzt eine Nachweisgrenze für OPG von 




0,14 pmol / l und der Inter-Assay Variationskoeffizient beträgt 6 - 8 %. Es handelt 
sich hierbei um einen ELISA nach dem Sandwich-Prinzip. Verwendet werden 
zwei spezifische Antikörper gegen OPG, wobei der Bindeantikörper an die 
Oberfläche einer Mikrotiterplatte gekoppelt ist. Dieser bindet das OPG in der 
Probe. Der lösliche, biotinylierte Detektionsantikörper lagert sich von der anderen 
Seite her an das OPG an. Unspezifisch gebundenes Material wird durch einen 
Waschgang entfernt. Über ein Streptavidin-Peroxidase/TMB-System wird das 
OPG quantifiziert. Es erfolgt eine photometrische Mssung der Absorption der 
chromogenen Verbindung bei 450 nm und parallel dazu die Erstellung einer 
Standardkurve der Absorptionen versus bekannter Standardkonzentrationen (25; 
12,5; 6,25; 3,13 pmol/l). Hieraus werden die Konzentrationen der Proben 
ermittelt.  
In Vorbereitung des ELISAs wurde das Waschpufferkonzentrat 1:20 mit DEPC-
Wasser verdünnt. Zur Erstellung der Standardkurve wurde die OPG-Stocklösung 
(500 pmol / l) mit Zellkulturmedium 1:20 vorverdünnt, dieser Ansatz diente als 
Standard mit der höchsten Konzentration (S1 = 25 pmol/l). Ausgehend von dieser 
Stocklösung wurde eine Verdünnungsreihe mit 1:2 Verdünnungsschritten 
(S2 = 12,5 pmol/l, S3 = 6,25 pmol/l, S4 = 3,13 pmol/l) und reinem 
Zellkulturmedium (S5 = 0 pmol/l) hergestellt. In die Vertiefungen der 
Mikrotiterplatte wurden jeweils 100 µl Assaypuffer vorgelegt und 50 µl Standard 
in Doppelwerten sowie die Proben in Dreifachwerten hi zupipettiert. Nach 
Zugabe von jeweils 50 µl des löslichen Detektionsantikörpers in die Vertiefungen 
wurde die Mikrotiterplatte nach vorsichtigem Durchmischen 18 - 24 h bei 4 °C 
inkubiert. Anschließend wurde der Inhalt der Mikrotiterplatte verworfen, diese 
fünfmal mit je 300 µl Waschpuffer gewaschen und nach der letzten Waschung a f 
Saugpapier ausgeschlagen. Im nächsten Schritt wurden je 200 µl Konjugat 
(Streptavidin, Peroxidase-markiert) in die Vertiefungen pipettiert, nachfolgend die 
Mikrotiterplatte 1 h bei Raumtemperatur inkubiert und nach abgelaufener 
Inkubationszeit erneut dem Waschungsvorgang unterzog n. Nach diesem zweiten 
Waschgang wurden 200 µl TMB (Tetramethylbenzidin)-Lösung in die 
Vertiefungen gegeben, die die Quantifizierungsreaktion auslösten. Diese stellt 
sich als OPG-konzentrationsabhängige Blautfärbung der Lösung dar. Nach 15 - 
20 min Inkubation bei Raumtemperatur wurde durch die Zugabe von 50 µl 




Stopplösung je Vertiefung die Reaktion unter Farbumschlag von blau nach gelb 
beendet. Nach kurzem Mischen wurde sofort die Extinktio  in einem 
Mikrotiterplattenphotometer bei λ = 450 nm gegen eine Referenzwellenlänge 
λ = 690 nm gemessen. Ergab sich bei den Proben eine OPG-Konzentration höher 
als der höchste Standard, so wurden diese mit Waschpuffer verdünnt und einem 
zweiten Assay unterzogen. 
 
3.2.11. Osteoklasten-Assay 
Reife Osteoklasten sind große multinukleäre Zellen und repräsentieren die 
zellulären Hauptakteure der aktiven Knochenresorptin. Spezifische Signale und 
Mediatoren induzieren ihre Differenzierung aus monozytären Vorläuferzellen des 
hämatopoietischen Systems. Zur Analyse der Osteoklastenentwicklung und der 
Messung und Quantifizierung der Knochenresorption uter verschiedenen 
Bedingungen in vitro wurde das Poietics osteoclast precursor (OCP)-System der 
Firma Cambrex verwendet. In diesem Osteoklasten-Assay differenzieren 
osteoklastäre Vorläuferzellen (OCP) in einem speziell n Differenzierungsmedium 
unter Zusatz von M-CSF (33 ng/ml) und RANKL (66 ng/ml) zu reifen, aktiv 
resorbierenden multinukleären Osteoklasten.  
Die ausdifferenzierten Osteoklasten bauen mit Hilfe der von ihnen sezernierten 
Metalloproteinasen die spezielle Oberflächenbeschichtung der Assay-Kulturplatte 
ab und setzen dabei Europium-gekoppelte Kollagen-Typ 1-Fragmente in den 
Kulturüberstand frei (Delaisse et al., 2003), deren Fluoreszenz fluorimetrisch 
bestimmt werden kann. 
Nach 11-12 Tagen Kultur erfolgte nach qualitativer B urteilung der Zell-Kultur 
im Osteoklasten-Assay die quantitative Analyse durch Fluoreszenz-Bestimmung 
der Menge der jeweils in den Kulturüberstand freigesetzten fluoreszierenden 
Kollagen-Fragmente (RFU; Released fluorescent units). Die gemessene 
Fluoreszenz des Kulturüberstandes eines jeden Wells ist zu der Anzahl reifer 
Osteoklasten und ihrer Resorptionsaktivität direkt proportional und kann daher 
zur quantitativen Beurteilung der Osteoklastendifferenzierung herangezogen 
werden. 




Prinzip des Osteoklasten-Assays  
Die Arbeiten mit den osteoklastären Vorläuferzellen rfolgten unter dem 
Sterilflow. Für den Ansatz der Osteoklasten-Vorläufer-Zellkultur wurden dem 
Basal-Medium die Bestandteile Penicillin (100 U/ml)/Streptomycin (100 µg / ml), 
10 % FBS und 2 mM L-Glutamin aus dem Growth-Medium SingleQuot-Kit 
zugesetzt. Dieses supplementierte Basal-Medium (sBM) wurde zum Auftauen der 
in Flüssigstickstoff gefrorenen osteoklastären Vorläuferzellen, sowie als Basis für 
die Generierung der verschiedenen Kulturbedingungen durch unterschiedliche 
Zusammensetzung des Kulturmediums verwendet. 
Zum Auftauen der Zellen wurden diese in ihrem Behälter und auch das sBM im 
Wasserbad auf 37 °C erwärmt und anschließend die Zellsuspension in ein 
50 ml-Zentrifugenröhrchen überführt. Unter tropfenwiser Zugabe von insgesamt 
5 ml sBM wurden die Zellen durch vorsichtiges Mischen des Röhrchens in dem 
Medium resuspendiert. Dieser Vorgang wurde drei Minute  lang fortgeführt und 
weitere 10 min unter Zugabe von sBM bis zu einem Gesamtvolumen von 40 ml 
vollzogen. Nach der folgenden 15-minütigen Zentrifugation bei 200 x g bei 
Raumtemperatur wurde das Zellpellet in 3 ml des Überstandes resuspendiert und 
das Volumen mit frischem sBM auf 10 ml tropfenweise wi der aufgefüllt. Der 
Auftau-Vorgang wurde durch eine weitere Zentrifugation für erneute 15 min bei 
200 x g bei Raumtemperatur und abschließende Resuspnsion in 1 ml des 
Überstandes abgeschlossen. Diese Zellsuspension mit einer Zellkonzentration von 
ca. 1 Mio. Zellen/1 ml sBM konnte nun für die Aussaat in die Wells der 
Osteoklasten-Assay-Kulturplatte verwendet werden. 
Die osteoklastären Vorläuferzellen wurden zu ca. 104 Zellen/Well in jeweils 
200 µl Kulturmedium auf die 96-Well-Kulturplatte des Osteoklasten-Assays 
ausgesät (10 µl Zellsuspension in 200 µl Kulturmedium), die als humane 
Knochenmatrix eine Europium-gekoppelte Kollagen Typ-1-Beschichtung 
aufwies. Die Kulturdauer erfolgte über insgesamt 11-12 Tage im Brutschrank bei 
37 °C und in 5 %igem CO2.  
Die Zusammensetzung des Kulturmediums wurde je nach zu analysierender 
Bedingung variiert. Für eine maximale Differenzierungsrate der Zellen in diesem 




Assay war der Zusatz von RANKL und M-CSF mit einer Endkonzentration von 
66 ng/ml (1 RANKL-SingleQuot in 29 ml sBM) und 33 ng/ml (1 M-CSF 
SingleQuot in 30 ml sBM) zum sBM notwendig. Bei der Analyse der 
Zelldifferenzierung unter Exposition mit dem in HUVEC-Kulturen gewonnenen 
Kulturüberstandes wurden die osteoklastären Vorläuferzellen in einem 
Kulturmedium kultiviert, das sich zu gleichen Teilen aus sBM und HUVEC-
Kulturüberstand zusammensetzte. Die RANKL- und M-CSF-Zusätze wurden 
dabei so konzentriert, dass die Endkonzentrationen von 66 ng/ml RANKL und 
33 ng/ml M-CSF gewährleistet waren (Abb. 7). Die Kultur und Stimulation der 
HUVEC erfolgte wie unter 3.2.2. und 3.2.3. beschreiben. Der Kulturüberstand 




Abb. 7: Ansatz des Osteoklasten-Assays. Dem Basalmedium (BM) wurden Penicillin (100 U/ml) 
/Streptomycin (100 µg / ml), 10 % FBS und 2 mM L-Glutamin zugesetzt. Diesem supplementierten 
Basalmedium (sBM) wurden weiterhin M-CSF (33 ng/ml) und RANKL (66 ng/ml) beigefügt. 
Osteoklasten-Vorläuferzellen (OCP) differenzierten in diesem Kulturmedium zu reifen Osteoklasten 
(OC). Untersucht wurde der Einfluss von HUVEC-Kulturüberstand auf die Differenzierung und die 
Aktivität der Osteoklasten.  
 




Am 7. Tag der Kultur erfolgte eine Erneuerung des Kulturmediums zu denselben 
Bedingungen wie bei Ansatz der Kultur. Ab diesem Zeitpunkt war eine 
Charakterisierung der Zellen nach morphologischen Kriterien unter dem 
Lichtmikroskop möglich.  
Die fluorimetrische Quantifizierung der in den Kulturüberstand freigesetzten 
Europium-gekoppelten Kollagen-Fragmente wurde nach 11-12 Tagen Kultur 
durchgeführt. Hierzu wurde eine schwarze 96-Well-Assay-Platte verwendet. Pro 
Well wurden raumtemperierte 200 µl Fluophore releasing reagent (Cambrex) 
vorgelegt und jeweils 10 µl Kulturüberstand entsprechend der Anordnung im 
Osteoklasten-Assays zugefügt und vorsichtig gemischt. Die Fluoreszenz in einem 
jeden Well (RFU) wurde mittels eines Fluorimeters (FLUOstar Galaxy der Firma 
BMG Labtechnologies; Offenburg) bei einer Anregung bei 340 nm und Emission 
bei 612 nm bestimmt. Die Messung erfolgte über eine Periode von 400 µs nach 
einer initialen Pause von ebenfalls 400 µs als 5-fach-Messung je Well.  
 
3.2.12. Berechnungen und statistische Auswertungen 
Die numerischen Werte der OPG-Proteinmessungen wurden als 
Mittelwerte ± Standardabweichung von Dreifachbestimmungen angegeben. Die 
dreifache Bestimmung der Proben zur Analyse erfolgte, um den Fehler bei der 
Messung möglichst gering zu halten. Des Weiteren wurden die Messwerte in der 
Auswertung der Ergebnisse zur Absorption der mit RNase-freiem Wasser 
eluierten RNA bei der Wellenlänge λ = 260 nm (A260nm-Wert) in Bezug gesetzt. 
Der A260nm-Wert wurde im Rahmen der RNA-Isolierung für den Northern Blot 
bestimmt (Kapitel 3.2.5). Aus dieser Absorption ließ sich die Menge an eluierter 
RNA zur Normalisierung auf Unterschiede der Zellkulturen berechnen. Es besteht 
eine direkte Korrelation zwischen der gemessenen OPG-Konzentration und der 
Anzahl OPG-sezernierender Zellen. Die A260nm-Werte wurden zur jeweiligen 
Kontrolle mit 1,0 ins Verhältnis gesetzt, der Mittelw rt der drei Protein-
Messwerte und ihre Standardabweichung durch diesen Wert dividiert. Dies diente 
zur Korrektur für unterschiedliche Zellzahlen als Fehlerquelle in der 
vergleichenden Analyse von Proteinkonzentrationen. 




Die numerischen Werte der Europium-Kollagen-Fluoreszenz-Messung der 
Osteoklasten-Assays ergaben sich durch Mittelwert-Bildung aus fünffacher 
Bestimmung der Fluoreszenz (RFU) mit 10 Lichtblitzen j  Messung angegeben. 
Zur Analyse wurden wiederum die Mittelwerte der Fluoreszenz-Messung aus 
Dreifachtestung der jeweiligen Bedingung und deren Standardabweichung 
herangezogen. Die fünffache Bestimmung der Proben erfolgte, um den Fehler bei 
der Messung möglichst gering zu halten, die Dreifachtestung der Bedingungen 
erfolgte, um Variationen der Zellkulturen je Well zu berücksichtigen.  
Zur Überprüfung der Mittelwertdifferenz zweier Testbedingungen unter Annahme 
der Nullhypothese wurde der T-Test angewandt. Es wurde mit einer 
Wahrscheinlichkeit von 95 % bzw. einer Irrtumswahrsc einlichkeit (α-Fehler) 
von 5 % gearbeitet. Ergab der T-Test eine Irrtumswahrscheinlichkeit < 5 % 
(Signifikanzgrenze p < 0,05), wurde eine systematische Differenz der 
verglichenen Mittelwerte angenommen. Der α-Fehler bedeutet eine fälschliche 
Ablehnung dieser Nullhypothese.  
Zeitkinetiken und Dosis-Wirkungs-Beziehungen wurden mittels Varianzanalyse 
für Vielfachmessungen (ANOVA) analysiert, wobei alle Mittelwerte 
miteinbezogen wurden. Auch hier lag die Signifikanzgrenze bei p < 0,05.  





4.1. Analyse der Osteoprotegerin-Produktion in humanen 
umbilikalen Endothelzellen in vitro 
Als Modell ausdifferenzierter und stoffwechselaktiver Endothelzellen wurden aus 
humanen Nabelschnurvenen isolierte Endothelzellen (Human umbilical vein 
endothelial cells, HUVEC) verwendet. Frühere Studien b legen eine basale OPG-
mRNA-Expression und OPG-Protein-Sekretion dieser Zellen (Zannettino et al., 
2005). Zur Charakterisierung der OPG-Regulation in HUVEC wurden Zytokine, 
Hormone und Medikamente eingesetzt. Die Analyse der OPG-mRNA-Spiegel 
erfolgte durch Northern Blot, durch einen ELISA wurde die OPG-
Proteinsekretion beurteilt. Die Semiquantifizierung der mRNA erfolgte über das 
Housekeeping-Gen β-Aktin.  
 
4.1.1. STAT6-abhängige Regulation der Osteoprotegerin-
Produktion durch die TH2-Zytokine Interleukin-4 und 
Interleukin-13 in humanen Endothelzellen 
Bei Exposition von HUVEC über 24 h mit IL-4 und IL-13 in den Dosierungen 
zwischen 1 pg/ml und 10 ng/ml induzieren beide Zytokine eine dosisabhängige 
Steigerung der basalen OPG-mRNA-Spiegel. Diese Steigerung ist unter IL-4-
Exposition stärker ausgeprägt, als unter IL-13-Exposition (Abb. 8).  
Der Stimulationseffekt der Zytokine war zudem zeitabhängig mit einer deutlichen 
Steigerung der OPG-mRNA-Spiegel nach 24-stündiger Exposition mit 10 ng/ml 
IL-4 bzw. IL-13. Der Effekt war nach 48 h noch ausgeprägter nachweisbar. Die 
OPG-Protein-Sekretion der HUVEC wurde durch Expositi n der Endothelzellen 
über 48 h mit 10 ng/ml IL-4 um das 4-fache (p < 0,00 1 mit ANOVA) und mit 
10 ng/ml IL-13 um das 3-fache (p < 0,001 mit ANOVA) gesteigert. 
 
 






Abb. 8: Dosisabhängige Steigerung der OPG-mRNA-Spiegel  durch IL-4 und IL-13. Die 
HUVEC wurden für 24 h mit IL-4 und IL-13 in den Konzentrationen 1, 10, 100 pg/ml und 1, 10 ng/ml 
inkubiert. Die Northern Blot-Analyse zeigt die Expression von OPG-mRNA (2,9 kb) und β−Aktin-
mRNA (2,0 kb).  
 
Zur detaillierteren Charakterisierung der intrazellulär durch IL-4 und IL-13 
aktivierten Signaltransduktionskaskade wurde diese auf eine Beteiligung von 
Signal transducer and activator of transcription 6 (STAT6) analysiert. Es ist 
bekannt, dass IL-4 und IL-13 diesen latenten Transkriptionsfaktor aktivieren 
können (Palmer-Crocker et al., 1996; Andrews et al., 2002) und STAT6 unter 
anderem in koronararteriellen Muskelzellen (CASMC) an der Modulation der 
OPG-Expression beteiligt ist (Hofbauer et al., 2006).  
Die Aktivierung von STAT6 über Phosphorylierung zum Phospho(P)-STAT6 
wurde per Western Blot analysiert, wobei sich die basale Menge des aus HUVEC-
Lysat gewonnenen inaktiven STAT6 reziprok zum Ausmaß der Phosphorylierung 
zu P-STAT6 verringert. Sowohl unter Exposition der HUVEC mit IL-4 als auch 
unter Exposition mit IL-13 (Expositionszeit jeweils 30 min) lässt sich eine 
dosisabhängige Steigerung der Phosphorylierungsrate von STAT6 zu P-STAT6 
nachweisen. IL-4 aktiviert bereits ab einer Konzentration von 10 pg/ml erkennbar 




STAT6 und dieser Effekt kann durch Dosiserhöhung (bis 10 ng/ml) des 
applizierten IL-4 noch weiter gesteigert werden. IL-13 aktiviert dagegen erst ab 
einer Dosis von 1 ng/ml erkennbar STAT 6 in HUVEC und eine Maximierung 
dieses Effektes kann durch ein 10-faches dieser Dosis erreicht werden (Abb. 9). 
 
 
Abb. 9: Dosisabhängige Stimulation der STAT6-Phosphory lierung durch IL-4 und IL-13. 
HUVEC wurden für 30 min mit IL-4 bzw. IL-13 in den Konzentrationen 1, 10, 100 pg/ml und 1, 
10 ng/ml inkubiert. Die Western Blot-Analyse zeigt die Phosphorylierung von STAT6 zu Phospho-
STAT6. Es wurden jeweils 6 × 35 µg Protein aus HUVEC-Lysat auf die Nitrocellulosemembranen 
übertragen.  
 
Die Phosphorylierungsrate von STAT6 zu P-STAT6 nimmt sowohl in 
Abhängigkeit von der eingesetzten Interleukindosis als auch in Abhängigkeit von 
der Expositionszeit bei konstanter Zytokindosis (10ng/ml IL-4 bzw. IL-13) zu. 
Zum Zeitpunkt 0 (Kontrolle) ist nur inaktives STAT6, jedoch kein aktives P-
STAT6 in der Western Blot-Analyse nachweisbar. Eine Phosphorylierung zu P-
STAT6 unter Exposition mit IL-4 ist erstmalig und gleichzeitig maximal nach 
10 min zu beobachten. Nach 30 min geht dieser Effekt zurück. Die 
Phosphorylierung von STAT6 unter Exposition mit IL-13 setzt im Vergleich zu 
IL-4 verzögert ein. Es ist ebenfalls erstmalig nach 10 min aktives P-STAT6 
nachzuweisen, jedoch zeigt sich eine maximale Phosphorylierung erst während 




einer Expositionszeit von 30 min bis 1 h. Anschließend erfolgt auch hier eine 
Abnahme der Signalstärke. Sowohl unter Exposition mit IL-4 als auch mit IL-13 
ist ohne erneute Zytokin-Applikation nach einer maximalen Expositionszeit von 
4 h immer noch P-STAT6 nachweisbar (Abb. 10). 
 
 
Abb. 10: Zeitabhängige Stimulation der STAT6-Phosphory lierung durch IL-4 und IL-13. Die 
Western Blot-Analyse zeigt die Phosphorylierung von STAT6 zu Phospho-STAT6. Das HUVEC-
Lysat wurde zum Zeitpunkt 0 sowie nach 10 min, 30 min, 1 h, 2 h und 4 h Exposition mit 10 ng/ml 
IL-4 bzw. 10 ng/ml IL-13 gewonnen. Es wurden jeweils 6 × 35 µg Protein aus HUVEC-Lysat auf die 
Nitrocellulosemembranen übertragen. 
 
4.1.2. IL-4-Rezeptor-spezifische Signaltransduktion der IL-4-
induzierten STAT6-Aktivierung und Osteoprotegerin-
Expressionssteigerung 
Zum Nachweis, dass die OPG-Expression durch Bindung von IL-4 an seinen 
spezifischen Rezeptor induziert wird, wurde ein löslicher IL-4-spezifischer 
Rezeptor eingesetzt. Dieser bindet IL-4 und verhindert so dessen Interaktion mit 
Oberflächenrezeptoren auf Endothelzellen sowie die auf die Rezeptorbindung 
folgende intrazelluläre Signaltransduktion. Nach Vorinkubation der HUVEC-
Kultur für 1 h mit dem löslichen IL-4-Rezeptor in den Konzentrationen 




0,01 µg/ml, 0,1 µg/ml und 1 µg/ml folgte eine 24-stündige zusätzliche Exposition 
mit IL-4 (1 ng/ml).  
 
 
Abb. 11: Hemmung der IL-4-induzierten OPG-mRNA-Spiege l durch löslichen IL-4-Rezeptor. 
Die HUVEC wurden für 24 h mit 1 ng/ml (+)IL-4 und löslichem IL-4-Rezeptor (sIL-4r) in den 
Konzentrationen 0,01 mg/ml (+), 0,1 mg/ml (+) und 1 mg/ml (+++) inkubiert. Der lösliche IL-4-
Rezeptor wurde 1 h mit den Zellen vorinkubiert. Die Northern Blot-Analyse zeigt die gesteigerte 
Expression von OPG-mRNA (2,9 kb) unter IL-4-Stimulation und die dosisabhängige Aufhebung 
dieses Effektes durch Bindung des IL-4 an seinen löslichen Rezeptor, sowie zur Kontrolle die 
Expression der β-Aktin-mRNA (2,0 kb).  
 
Die Exposition der HUVEC mit IL-4 (1 ng/ml) über 24 h resultiert in einer 
deutlichen Steigerung der OPG-mRNA-Spiegel im Vergleich mit der nicht-
stimulierten Kontroll-Kultur. Unter alleiniger Exposition der HUVEC mit 
löslichem IL-4-Rezeptor (1 µg/ml) zeigt sich keine Beeinflussung der 
OPG mRNA-Spiegel. Die Vorinkubation der HUVEC über 1 h mit dem löslichen 
IL-4-Rezeptor führt zu einer dosisabhängigen Aufhebung des durch IL-4 
induzierten Effektes. Bei Applikation einer Rezeptor-Konzentration von 
0,01 µg/ml zeigt sich im Vergleich mit den nicht-vorbehandelten IL-4-stimulierten 
Zellen noch kein Unterschied in den OPG-mRNA-Spiegeln. Bei einer Rezeptor-
Konzentration von 0,1 µg/ml wird eine erkennbare Verringerung der OPG-
mRNA-Spiegel erzielt. Der inhibierende Effekt wird urch eine weitere 
Steigerung der Rezeptor-Konzentration auf 1 µg/ml verstärkt. (Abb. 11). 
 






Abb. 12: Hemmung der IL-4-induzierten OPG-Protein-Sekr etion durch den löslichen IL-4-
spezifischen Rezeptor. Die HUVEC wurden zunächst für 1 h mit löslichem IL-4-Rezeptor in den 
Konzentrationen 0,01 µg/ml (+), 0,1 µg/ml (++) und 1 µg/ml (+++), dann für weitere 24 h mit 
zusätzlich 1 ng/ml (+) IL-4 inkubiert. Die Analyse per ELISA zeigt die gesteigerte Sekretion von 
OPG-Protein unter IL-4-Stimulation und die dosisabhängige Aufhebung dieses Effektes durch 
Bindung des IL-4 an seinen löslichen Rezeptor. Die Werte sind als MW ± SD aus 3-fach-
Bestimmung dargestellt (*p < 0,01 im t-Test IL-4 vs. Kontrolle und mit ANOVA IL-4 + sIL-4R DWK). 
 
Die Ergebnisse der Northern Blot-Analyse können auf Protein-Ebene bestätigt 
werden. Die Analyse per ELISA zeigt die gesteigerte Sekretion von OPG-Protein 
unter IL-4-Stimulation und die dosisabhängige Aufhebung dieses Effektes durch 
Bindung des IL-4 an seinen löslichen Rezeptor. Zum Ausgleich der Variation der 
Zellzahlen wurden die dargestellten Messwerte des OPG-Proteins im Überstand 
der HUVEC-Kulturen anhand der photometrisch quantifizierten mRNA der 
Kontrolle korrigiert. Eine IL-4-Exposition (1 ng/ml IL-4 über 24 h) der HUVEC 
steigert die basale OPG-Protein-Sekretion um das 2-fache (*p < 0,01 im t-Test). 




Der lösliche IL-4-Rezeptor blockiert dosisabhängig den IL-4 induzierten Effekt 
(**p < 0,01 mit ANOVA) (Abb. 12). 
Die Identifikation des an der IL-4 stimulierten Phosphorylierung von STAT6 zu 
P-STAT6 beteiligten Rezeptors erfolgte ebenfalls durch den löslichen IL-4-
Rezeptors. Sowohl unter basalen Kulturbedingungen als auch bei der Behandlung 
der HUVEC mit löslichem IL-4-Rezeptor allein wird kein STAT6 phosphoryliert. 
Dagegen induziert die Exposition der HUVEC mit IL-4 allein (1 ng/ml für 
30 min) eine deutliche Phosphorylierung von STAT6. Eine Inkubation der 
HUVEC mit dem löslichem IL-4-Rezeptor (sIL-4R) in den Dosierungen 
0,01 µg/ml, 0,1 µg/ml und 1 µg/ml 1 h vor Exposition der Zellen mit zusätzlich IL-
4 (1 ng/ml) für weitere 30 min vermindert in Abhängigkeit von der Dosis des sIL-
4R das Ausmaß der IL-4-induzierten Phosphorylierung von STAT6. Bei einer 
Dosis von 1 µg/ml sIL-4R verhindert dieser Rezeptor die IL-4-abhängige STAT6-
Phosphorylierung nahezu vollständig (Abb. 13).  
 
 
Abb. 13: Hemmung der IL-4-induzierten STAT6-Phosphory lierung durch den löslichen IL-4-
spezifischen Rezeptor. Auf die 1 h Inkubation der HUVEC mit löslichem IL-4-Rezeptor (sIL-4R) in 
den Konzentrationen 0,01 µg/ml (+), 0,1 µg/ml (++) und 1 µg/ml (+++) folgten weitere 30 min 
Exposition mit 1 ng/ml IL-4 (+). Die Western Blot-Analyse zeigt die STAT6-Phosphorylierung unter 
IL-4-Exposition sowie die dosisabhängige Aufhebung dieses Effektes durch Bindung des IL-4 an 
seinen löslichen Rezeptor.  
 
 




4.1.3. Hemmung der Signaltransduktion von Interleukin 4 durch 
spezifische Phospholipase C-Blockade  
Im Rahmen der intrazellulären Signaltransduktion kan der Phosphatidylcholin-
spezifische Inhibitor der Phospholipase C (PLC-I) D-609 die Aktivierung von 
STAT6 durch Hemmung der Phosphorylierung zu P-STAT6 hemmen (Zamorano 
et al., 2003). Der Phosphatidylcholin-spezifischer Inhibitor der Phospholipase D 
(PLD-I) G-418 hemmt diesen Schritt dagegen nicht. Daher wurden hier D-609 
und G-418 zur Charakterisierung der STAT6-Phosphorylierung und Induktion der 
OPG-Genexpression unter IL-4-Exposition eingesetzt.  
Auf 1 h Vorinkubation der HUVEC-Kulturen mit den Inhibitoren D-609 bzw. G-
418 (jeweils 100 µg/ml) folgte die Exposition mit IL-4 (1 ng/ml) für 30 min.  
 
 
Abb. 14: IL-4-induzierte STAT6-Phosphorylierung durc h die Phospholipase C. Nach 
Vorinkubation der HUVEC für 1 h mit 100 µg/ml PLC-Inhibitor D-609 bzw. 100 µg/ml PLD-Inhibitor 
G-418 folgten weitere 30 min Exposition mit 1 ng/ml IL-4. Die Western Blot-Analyse zeigt die 
Hemmung der IL-4-induzierten Phosphorylierung von STAT6 durch den PLC-Inhibitor D-609 und 
die fehlende Hemmung durch den PLD-Inhibitor G-418.  
Die Western Blot-Analyse ergibt, dass eine Behandlung der HUVEC mit D-609 
oder G-418 zu keiner STAT6-Phosphorylierung führt, während dagegen die 
Applikation von IL-4 allein eine deutliche Phosphorylierung des STAT6 zu P-
STAT6 induziert. Die IL-4-induzierte Phosphorylierung des Transkriptionsfaktors 




wird durch Vorbehandlung der HUVEC mit G-418 nicht beeinflusst. Die 
Vorbehandlung der Endothelzellen mit D-609 verhindert dagegen die Induktion 
der STAT6-Phosphorylierung durch anschließend zugegeb nes IL-4 (Abb. 14). 
Der hemmende Effekt des PLC-Inhibitors D-609 auf die OPG-Regulation durch 
IL-4 lässt sich ebenfalls auf Proteinebene durch Analyse des Kultur-Überstandes 
von HUVEC-Zellen bestätigen.  
 
 
Abb. 15: PLC als Komponente der IL-4-induzierten Stei gerung der OPG-Protein-Sekretion. 
Auf die 1 h Vorinkubation der HUVEC mit 1 µg/ml PLC-Inhibitor D-609 bzw. 250 ng/ml PLD-
Inhibitor G-418 folgten weitere 24 h Exposition mit 1 ng/ml IL-4. Die Analyse per ELISA zeigt die 
gesteigerte Sekretion von OPG-Protein unter IL-4-Stimulation und der Aufhebung dieses Effektes 
durch den PLC-Inhibitor D-609 bzw. der fehlenden Aufhebung durch den PLD-Inhibitor G-418. Die 
Werte sind als MW ± SD aus 3-fach-Bestimmung dargestellt (*p < 0,00001 im t-Test IL-4 vs. 
Kontrolle; **p < 0,0001 im t-Test IL-4 + D609 vs. IL-4; ***p > 0,05 im t-Test IL-4 + G418 vs. IL-4). 
 




Eine Inkubation der HUVEC mit IL-4 (1 ng/ml) für 24 h steigert die 
Konzentration an sezernierten OPG-Protein im Überstand um das 2,5 fache im 
Vergleich zur HUVEC-Kultur unter basalen Bedingunge (*p < 0,00001 im 
t Test). Die Vorinkubation der HUVEC mit PLD-Inhibitor G-418 (250 ng/ml) 
beeinflusst die IL-4-Wirkung nicht (***p > 0,05 im t-Test). Die Vorbehandlung 
der HUVEC mit PLC-Inhibitor D-609 (250 ng/ml) hemmt hingegen die IL-4-
induzierte Steigerung der OPG-Protein-Sekretion, wobei die Konzentration an 
OPG-Protein im Kultur-Überstand im Vergleich zu IL-4-stimulierten HUVEC 
ohne Inhibitor-Vorbehandlung signifikant reduziert is (**p < 0,0001 im t-Test). 
Die dargestellten Messwerte des OPG-Proteins im Überstand der HUVEC-
Kulturen wurden anhand der photometrisch quantifizierten mRNA der Kontrolle 
korrigiert, so dass von einer äquivalenten Zellzahl usgegangen werden kann 
(Abb. 15). 
 
HUVEC-Zellkulturen zeigen eine ausgeprägte Spender-Variabilität bezüglich der 
basalen OPG-mRNA-Spiegel und OPG-Proteinsekretion. Diese variiert von nicht-
messbar bis 6 pmol/l OPG-Protein im Kultur-Überstand. Ebenso zeigen sich 
deutliche Differenzen der Reaktivität der HUVEC auf Stimulanzien und 
Inhibitoren.  
 
4.2. Osteoklasten-Assay: In vitro Modell zur 
Quantifizierung der Knochenresorption 
In dem hier verwendeten Osteoklasten-Assay differenzieren monozytäre 
Vorläuferzellen in einem speziellen Differenzierungsmedium unter dem Zusatz 
hinreichender Konzentrationen von M-CSF (33 ng/ml) und RANKL (66 ng/ml) zu 
funktionsfähigen Osteoklasten, die Knochen resorbieren können. Die Fluoreszenz 
der von ihnen aus der Beschichtung der Assay-Kulturplatte in das Kulturmedium 
freigesetzten Europium-gekoppelten Kollagen-Fragmente wurde nach qualitativer 
Beurteilung der Zellkultur im Osteoklasten-Assay nach 11-12 Tagen Kultur 




fluorimetrisch bestimmt und zur quantitativen Analyse der Resorptionsaktivität 
der Zellen im Osteoklasten-Assay herangezogen.  
Die gemessene Fluoreszenz des Kulturüberstandes ist der Anzahl reifer 
Osteoklasten und ihrer Resorptionsaktivität direkt proportional und kann daher 
zur quantitativen Beurteilung der Osteoklastendifferenzierung verwendet werden. 
Die Ergebnisse sind als arbiträre fluoreszierende Einheiten im Vergleich der 
freigesetzten Menge einer jeweiligen Kontroll-Kultur (100 %). Eine Hemmung 
der Genese und der Funktion der Osteoklasten präsentiert sich somit als 
prozentuale Verminderung des Ausgangswertes. 
 
4.2.1. Direkte Wirkung der TH2-Zytokine auf die 
Osteoklastogenese 
Zunächst wurde die Differenzierung und Aktivierung der Osteoklasten im in vitro 
Osteoklasten-Assay anhand ihrer Resorptionsaktivität unter optimalen 
Wachstums- und Differenzierungsbedingungen validiert und dann die Modulation 
dieser Prozesse durch Osteoklasten-Inhibitoren analysiert. Dies diente als Basis 
für die nachfolgenden Untersuchungen der bisher unbekannten Effekte von 
Endothelzellen auf Osteoklastogenese und Resorptionsaktivität reifer 
Osteoklasten. 
Eine vollständige Osteoklastogenese und Aktivierung reifer Osteoklasten ist in 
vitro allein von der M-CSF-Konzentration und der RANKL-Konzentration im 
Medium abhängig und bedarf keines Zell-Zell-Kontaktes mit anderen Zellen des 
Knochengewebes (Teitelbaum, 2000). Die Bedeutung von RANKL für die 
Ausdifferenzierung osteoklastärer Vorläuferzellen zu aktiven Osteoklasten konnte 
in einem in vitro-Modell der Osteoklastogenese verifiziert werden. Im Vergleich 
zu Positiv-Kontroll-Kulturen mit optimaler RANKL-Konzentration im 
Kulturmedium (66 ng/ml RANKL) wurde bei weiteren osteoklastären 
Vorläuferzellkulturen die RANKL-Konzentrationen im Kulturmedium verringert 
(33 ng/ml bzw. 6,6 ng/ml RANKL) sowie Osteoklastenvorläuferzellen in 
RANKL-freiem Kulturmedium kultiviert. Die Rahmenbedingungen und die 




weitere Zusammensetzung des Kulturmediums wurden konstant gehalten. Es zeigt 
sich eine signifikante Steigerung der Menge freigesetzter Kollagen-Fragmente in 
Abhängigkeit von der RANKL-Konzentration im Kulturmedium (*p < 0,0001 mit 
ANOVA). Zellkulturen mit RANKL-freiem Kulturmedium zeigten im Vergleich 
zu optimal mit RANKL versorgten Kulturen (66 ng/ml RANKL im 
Kulturmedium) eine um 87,1 ± 0,9 % geringere Fluoreszenz, was eine 
entsprechend verminderte Osteoklasten-Differenzierung und Aktivierung bedeutet 











Abb. 16: Osteoklastendifferenzierung in Abhängigkei t von RANKL. Die RANKL-
Konzentrationen im Kulturmedium der osteoklastären Vorläuferzellen betrugen 0, 6,6, 33 und 
66 ng/ml (Kontrolle). Die Osteoklastenaktivität (RFU) der Kulturen mit 66 ng/ml RANKL im 
Kulturmedium wurde als 100 % definiert. Die Werte sind als MW ± SD in  % bezogen auf die 
Kontrolle (100 %) aus 3-fach-Bestimmung angegeben (*p < 0,0001 bei ANOVA der RANKL-
Dosiswirkungskurve).  
 
Die weitere Evaluierung der Osteoklastogenese mit diesem in vitro-Assay erfolgte 
durch Analyse der Differenzierung der Osteoklasten-Vorläuferzellen zu reifen, 
funktionsfähigen Osteoklasten unter direktem Einfluss von IL-4 und IL-13. Die 
Kultur der erfolgte in Osteoklasten-Differenzierungsmedium mit Zusatz von M-
CSF (33 ng/ml) und RANKL (66 ng/ml). Die TH2-Zytokine wurden jeweils direkt 
in einer Dosierung von 10 ng/ml IL-4 bzw. IL-13 zu Beginn der Kultur und bei 
Mediumwechsel am 7. Tag zugegeben.  




Im Vergleich zu Kontroll-Kulturen (RANKL 66 ng/ml ohne IL-Zusatz) zeigt sich 
eine signifikante Reduktion der freigesetzten Menge an Kollagen-Fragmenten bei 
den Zellkulturen, die mit 10 ng/ml IL-4 (*p < 0,001 im t-Test), bzw. 10 ng/ml IL-
13 (*p < 0,001 im t-Test) behandelt wurden. IL-4 und IL-13 vermindern jeweils 
die Menge freigesetzter Kollagen-Fragmente um 87,4 ± 1,0 % bzw. 87,4 ± 1,7 % 











Abb. 17: Direkte Effekte von IL-4 und IL-13 auf die Osteoklastenaktivität. Osteoklastäre 
Vorläuferzellen wurden in Differenzierungsmedium (RANKL 66 ng/ml) ohne Interleukin-Zusatz als 
Kontrolle sowie mit jeweilig direkt zugegebenen 10 ng/ml IL-4 bzw. IL-13 bei Ansatz der Kultur und 
Erneuerung des Mediums am 7. Tag der Kultur. Die Werte sind als MW ± SD in  % bezogen auf die 
Kontrolle (100 %)  aus 3-fach-Bestimmung angegeben (*p < 0,001 im t-Test, IL-4 bzw. IL-13 vs. 
Kontrolle C). 
 
Zusammenfassend kann die Abhängigkeit der Osteoklast genese und 
Osteoklastenaktivität in diesem in vitro Assay von RANKL sowie die bereits von 
anderen Gruppen (Mangashetti et al., 2005; Palmqvist et al., 2006; Moreno et al., 
2003) während der Anfertigung dieser Arbeit publizierten Daten zur direkten 
Hemmung der osteoklastären Knochenresorption durch IL-4 und IL-13 bestätigen.  
 
 




4.2.2. Parakrine Modulation der Osteoklastogenese durch 
Endothelzellen 
Indirekte Effekte von IL-4 und IL-13 auf die Osteoklastogenese und 
Osteoklastenaktivität 
Laut Literaturangaben sollen IL-4 und IL-13 neben der irekten Hemmung der 
Osteoklastogenese und Osteoklastenaktivität diese auch indirekt unterdrücken, 
indem sie andere Zellen in der Umgebung von Osteoklasten und deren Vorläufern 
zur Produktion Osteoklasten-modulierender Faktoren, einschließlich der 
Komponenten des RANKL/RANK/OPG-Systems stimulieren (Palmqvist et al., 
2006). Wie unter 4.1. dargestellt, modulieren IL-4 und IL-13 das 
Expressionsprofil von OPG in humanen Endothelzellen. Das Vorkommen der 
Osteoklasten und ihren Vorläufern in Gefäßwänden im Rahmen der heterotopen 
Ossifikationen, die Beteiligung von Endothelzellen im Rahmen der Angiogenese 
in der Knochenneubildung, sowie die kritische Rolle der endothelialen 
Dysfunktion unter Kalzifizierung-fördernden Bedingungen machten IL-4 und IL-
13 als Modulatoren der basalen Endothelfunktion zu möglichen Kandidaten in der 
Analyse der Interaktion von Endothel und Osteoklasten bzw. ihren Vorläufern. 
HUVEC-Kulturen wurden mit IL-4 bzw. IL-13 entsprechend 4.1. in den 
Dosierungen 0, 0,1 ng/ml, 1 ng/ml und 10 ng/ml für 24 h exponiert und die 
Überstände anschließend für den weiteren Einsatz im Osteoklasten-Assay 
aufbewahrt. Die Kultur der osteoklastären Vorläuferzellen im Osteoklasten-Assay 
erfolgte in einem Medium, das sich zu 50 % aus OC-Differenzierungsmedium und 
zu 50% aus dem gewonnenen Überstand der HUVEC-Kulturen zusammensetzte. 
M-CSF und RANKL wurden so dosiert, dass nach dem Verdünnen die 
Endkonzentrationen von 33 ng/ml bzw. 66 ng/ml gegebn waren. Am 7. Tag der 
Kultur wurde das Medium entsprechend dem Ansatz erneuert. Die 
Quantifizierung anhand der Fluoreszenzmessung des Assay-Kulturüberstandes 
erfolgte am 11. Tag der Kultur. 
Die Kultivierung der Osteoklastenvorläufer-Zellen in Medium bestehend zu 50 % 
aus Überstand der IL-4-stimulierten HUVEC zeigt eine signifikante, von der IL-4-
Dosis abhängige Abnahme der Menge resorptiv freigestzten Kollagen-Fragmente 




(*p < 0,0001; ANOVA). Verglichen mit dem Überstand der unter basalen 
Bedingungen kultivierten HUVEC reduziert der Überstand der mit 1 ng/ml IL-4 
stimulierten HUVEC die Resorptionsaktivität der Zellen im Osteoklasten-Assay 
bereits um 83,7 ± 2,0 % (p < 0,001 im t-Test), Überstand von 10 ng/ml-IL-4-
stimulierten HUVEC reduziert die Menge freigesetzter Kollagen-Fragmente um 











Abb. 18: Indirekte Hemmung der Osteoklastenaktivitä t durch IL-4. Osteoklastäre 
Vorläuferzellen wurden in einem Medium bestehend aus 50 % Differenzierungsmedium und aus 
50 % Überstand der HUVEC-Kultur mit einer Endkonzentration RANKL von 66 ng/ml und M-CSF 
33 ng/ml kultiviert. Die Stimulation der HUVEC erfolgte zuvor mit IL-4 in den Konzentrationen 0 
(Kontrolle), 0,1 ng/ml, 1 ng/ml und 10 ng/ml über 24 h. Die Werte sind als MW ± SD in  % bezogen 
auf die Kontrolle (100 %) aus 3-fach-Bestimmung angegeben (*p < 0,0001 mit ANOVA, 
verschiedene Dosierungen von IL-4). 
 
Die Zugabe von löslichem IL-4-Rezeptor (sIL-4R) zu K lturüberstand IL-4-
exponierter HUVEC hatte keinen signifikanten Effekt auf die 
Osteoklastenaktivität (Kontrolle: 100 ± 8,8 %, IL-4, 10 ng/ml: 28 ± 2,8 %, IL-4, 
10 ng/ml/sIL-4R, 10 ng/ml: 22 ± 4,2 %, IL-4, 10 ng/ml sIL-4R, 100 ng/ml: 25 ± 
2,1 %, IL-4, 10 ng/ml/sIL-4R, 1000 ng/ml: 29 ± 5,9 %). Dies zeigt, dass der 
hemmende Effekt nicht auf einem Transfer biologisch aktiven IL-4 aus dem 
HUVEC-Kulturüberstand in den Osteoklasten-Assay beruht. 




Die Kulturen des Osteoklasten-Assays in Medium bestehend zu 50 % aus 
Überstand mit IL-13 stimulierten HUVEC setzen ebenfalls eine in Abhängigkeit 
von der IL-13-Dosis signifikante verringerte Menge an Kollagen-Fragmenten frei 
(*p < 0,001 bei ANOVA). Der Kulturüberstand von HUVEC, die mit IL-13 in der 
Dosierung 1 ng/ml stimuliert wurden, reduziert die R sorptionsaktivität der Zellen 
im Osteoklasten-Assay im Vergleich zu basalem HUVEC-Kulturüberstand um 
61,6 ± 4,0 % (p < 0,05 im t-Test). Bei Kultivierung der OCP in Medium mit 50 % 
Kulturüberstand von 10 ng/ml-IL-13-stimulierten HUVEC ist die Menge 












Abb. 19: Indirekte Hemmung der Osteoklastenaktivitä t durch IL-13. Osteoklastäre 
Vorläuferzellen wurden in einem Medium bestehend aus 50 % Differenzierungsmedium und 50 % 
Überstand der HUVEC-Kultur mit einer Endkonzentration RANKL von 66 ng/ml und M-CSF 
33 ng/ml kultiviert. Die Stimulation der HUVEC erfolgte zuvor mit IL-13 in den Konzentrationen 0 
(Kontrolle), 0,1 ng/ml, 1 ng/ml und 10 ng/ml über 24 h. Die Werte sind als MW ± SD in  % bezogen 
auf die Kontrolle (100 %) aus 3-fach-Bestimmung angegeben (*p < 0,01 mit ANOVA, verschiedene 
Dosierungen von IL-13). 
 
Die Zusammensetzung des Osteoklasten-Differenzierungsmediums sowie das 
Verhältnis von Differenzierungsmedium zu HUVEC-Kulturüberstand wurden 
konstant gehalten. Die Unterschiede der Resorptionsaktivität der Kulturen im 
Osteoklasten-Assay innerhalb eines Versuchsansatzes können somit auf 




Unterschiede der von den HUVEC in ihren Kulturüberstand sezernierten Faktoren 
zurückgeführt werden.  
 
Parakrine Hemmung der Osteoklastogenese durch endotheliales 
Osteoprotegerin 
IL-4 und IL-13 steigern dosisabhängig die basale OPG-Expression der HUVEC 
(Abb. 5). Zusammen mit den Beobachtungen im Osteoklasten-Assay (Abb. 18 
und Abb. 19) deutete dies auf OPG als potentiellen M diator der durch HUVEC 
induzierten Hemmung der Osteoklastogenese und der Resorptionsaktivität im 
Osteoklasten-Assay hin. Zur Analyse, ob dieser Effekt tatsächlich auf von 
HUVEC sezerniertes OPG zurückzuführen ist, wurde ein neutralisierender 
humaner OPG-Antikörper mit einer Neutralisierungsdosis ND50 von 0,25 - 
0,7 µg/ml für 0,1 µg/ml lösliches OPG eingesetzt. Die Osteoklasten-
Vorläuferzellen wurden in einem Medium kultiviert, das sich zu 50 % aus OC 
Differenzierungsmedium und zu 50 % aus Kulturüberstand unstimulierter 
HUVEC-Kulturen mit einer basalen OPG-Konzentration von 0,559 pmol/l 
(entsprechend 11,18 pg/ml) bestand. Die Endkonzentration von RANKL und M-
CSF betrugen in diesen Kulturmedien 66 ng/ml bzw. 33 ng/ml. Als Positiv- bzw. 
Negativ-Kontrolle dienten Kulturen in reinem OC-Differenzierungsmedium mit 
RANKL 100 % (66 ng/ml) bzw. RANKL 0 % (*p < 0,0005 im t-Test). Der 
neutralisierende OPG-Antikörper wurde in den Dosierungen 2 ng/ml, 20 ng/ml 
und 200 ng/ml (1- bis 100-fache ND50) eingesetzt. Als Kontrollantikörper wurde 













Abb. 20: Hemmung der Osteoklastenaktivität durch en dotheliales OPG und Aufhebung 
dieses Effektes durch einen neutralisierenden OPG-Ant ikörper. Osteoklastäre Vorläuferzellen 
wurden in einem Medium bestehend zu gleichen Teilen aus Differenzierungsmedium und HUVEC-
Kulturüberstand (H-Medium) kultiviert, die Endkonzentrationen von RANKL und M-CSF betrugen in 
diesen Kulturen 66 ng/ml bzw. 33 ng/ml. Die Konzentration des OPG-Antikörpers (α-OPG) betrug 
2 ng/ml(+), 20 ng/ml(++) und 200 ng/ml(+++). Als Positiv- bzw. Negativ-Kontrolle dienten Kulturen in 
reinem Differenzierungsmedium mit RANKL 100 % (66 ng/ml) bzw. RANKL 0 %. Als 
Kontrollantikörper wurde ein IgG-Antikörper ohne OPG-Affinität in gleicher Konzentration wie der 
OPG-Antikörper eingesetzt. Die Werte sind als MW ± SD in  % bezogen auf die Positiv-Kontrolle 
(100 %) aus 4-fach-Bestimmungen angegeben (*p < 0,0005 im t-Test, Osteoklastendifferenzierung 
bei 100 % RANKL vs. 0 % RANKL im Medium; **p < 0,005 im t-Test, Osteoklastendifferenzierung 
bei Zusatz HUVEC-Medium vs. ohne Zusatz; ***p < 0,00005 mit ANOVA, Osteoklasten-
differenzierung bei verschiedenen Dosierungen des eingesetzten α-OPG). 
 
Es zeigt sich bei Zusatz von HUVEC-Kulturüberstand zum 
Differenzierungsmedium eine signifikante Reduktion der Resorptionsaktivität im 
Osteoklasten-Assay um 35,0 ± 2,8 % im Vergleich zur Positiv-Kontrolle 
(**p < 0,005 im t-Test). Dieser hemmende Effekt des Endothelzellmediums kann 
durch den neutralisierenden OPG-Antikörper (α-OPG) dosisabhängig aufgehoben 
werden (***p < 0,00005 mit ANOVA). Während es bei ein r α-OPG-




Konzentration von 2 ng/ml ng/ml (10-fache ND50) bereits zu einer signifikanten 
Abschwächung des endothelialen Effektes auf die Osteoklastogenese kommt 
(p < 0,05 im t-Test), wird dieser durch eine Steigerung der α-OPG-Konzentration 
auf 20 ng/ml (100-fache ND50) komplett aufgehoben (p < 0,0005 im t-Test). 
Gemessen an der Menge resorptiv freigesetzter Kollagenfragmente erfolgt bei 
diesen Zellkulturen eine Ausdifferenzierung und Aktivierung der osteoklastären 
Zellen, die den Kulturen der Positiv-Kontrolle entspricht (p = 0,23 im t-Test). Die 
Zugabe von 20 ng/ml des IgG-Kontroll-Antikörpers führt zu keiner Minderung 
des endothelialen Effektes (p = 0,60 im t-Test), so dass der hemmende Effekt 
spezifisch auf OPG im Kulturüberstand beruht (Abb.20). 
Zur Analyse indirekter IL-4-Effekte via Endothelzellstimulation auf die 
Osteoklastogenese wurde in einem ähnlichen Versuchsansatz IL-4-exponierter 
HUVEC-Kulturüberstand eingesetzt. Die Endothelzellen waren zuvor mit 
10 ng/ml IL-4 über 24 h stimuliert worden. Die OPG-Konzentration der eingesetz-
ten HUVEC-Kulturüberstände betrug 8,9 pmol/l (= 178 pg/ml). Der OPG-
Antikörper wurde in den Konzentrationen 2 ng/ml, 20 ng/ml und 200 ng/ml (5-
500 fache ND50) eingesetzt. 
Durch Zusatz von Kulturüberstand IL-4-exponierter HUVEC reduziert sich die 
osteoklastäre Resorptionsaktivität um 79 ± 1,9 % (*p < 0,01 im t-Test) verglichen 
mit der Positiv-Kontrolle. Dieser hemmende Effekt kann durch α-OPG 
dosisabhängig und signifikant abgeschwächt werden (**p < 0,05 mit ANOVA). In 
einer Konzentration von 20 ng/ml steigert die Zugabe von α-OPG die 
Resorptionsaktivität um 67 % verglichen mit den Kulturen in IL-exponiertem 
Kulturmedium ohne Antikörperzusatz. Die gemessenen Fluoreszenzeinheiten der 
resorptiv freigesetzten Kollagenfragmente sind jedoch mit 31,5 ± 2,1 % (2 ng/ml 
α-OPG) bzw. 36,7 ± 5,0 % (20 ng/ml α-OPG) gegenüber der Kontroll-Kultur noch 
signifikant vermindert (p < 0,05; t-Test). Der hemmende Effekt des IL-4-
exponierten Endothelzellmediums kann auch durch eine Steigerung der α-OPG-











Abb. 21:  Hemmung der Osteoklastenaktivität durch HUVEC unter I L-4-Exposition und 
Minderung dieses Effektes durch einen neutralisieren den OPG-Antikörper. Osteoklastäre 
Vorläuferzellen wurden in einem Medium bestehend zu gleichen Teilen aus 
Differenzierungsmedium und IL-4 (10 ng/ml) exponiertem HUVEC-Kulturüberstand (IL-4) kultiviert. 
Die Endkonzentrationen von RANKL und M-CSF betrugen in diesen Kulturen 66 ng/ml bzw. 
33 ng/ml. Die Konzentration des OPG-Antikörpers (α-OPG) betrug 2 ng/ml(+) und 20 ng/ml(++). Als 
Kontrolle dienten Kulturen in reinem Differenzierungsmedium. Die Werte sind als MW ± SD in  % 
bezogen auf die Kontrolle (100 %) aus 3-fach-Bestimmung angegeben (*p < 0,01 im t-Test, 
Osteoklastendifferenzierung bei Zusatz IL-4-exponiertem HUVEC-Überstand+ vs. Kontrolle; **p < 









TH2-Zytokine in der Interaktion von Endothelzellen mit 
Osteoklasten  
Die TH2-Zytokine IL-4 und IL-13 sind an der Pathogenese verschiedener 
inflammatorischer Erkrankungen beteiligt, die mit pathophysiologischen 
Knochenumbauvorgängen assoziiert sind. So wurden die Effekte des IL-4 auf das 
zentrale Regulationssystem des Knochenstoffwechsels, das 
RANKL/RANK/OPG-System, u.a. an Modellen entzündlicher Arthritiden 
untersucht. Es zeigte sich, dass IL-4 die Expression der Komponenten des 
RANKL/RANK/OPG-Systems nicht nur in Zellen des Knochenstoffwechsels 
beeinflussen kann. So hemmte IL-4 beispielsweise die RANKL-Expression und 
steigerte die OPG-Sekretion in Fibroblasten-ähnlichen Synoviozyten bei Patienten 
mit rheumatoider Arthritis (Lee et al., 2004c). In neutrophilen Granulozyten 
gesunder Menschen konnte durch IL-4 die Expression v  OPG und RANK 
induziert werden, was dem Expressionsprofil neutrophiler Granulozyten bei 
Patienten mit rheumatoider Arthritis entsprach (Poubelle et al., 2007). Die 
rheumatoide Arthritis ist mit einer erhöhten Prävalenz kardiovaskulärer 
Erkrankungen assoziiert (Wong et al., 2003; Chung et al., 2005), was vermutlich 
auf die chronische Entzündungsreaktion zurückzuführen ist, die auch die 
Gefäßwände miteinbeziehen kann (Warrington et al., 2005; Frostegard, 2005). 
Mehrere Studien deuten darauf hin, dass neben den pro-inflammatorischen 
Zytokinen wie TNF-α und IL-1β auch die eigentlich als anti-inflammatorisch 
eingestuften Zytokine IL-4 und IL-13 an Entzündungsprozessen wie der 
Atherogenese beteiligt sind (Davenport et al., 2003; George et al., 2000; King 
et al., 2002), zumal atherosklerotische Läsionen vermehrt IL-4 aufweisen 
(Sasaguri et al., 1998). Es wird vermutet, das eine Verknüpfung zwischen 
chronischen Entzündungsprozessen und pathologischen Umbauvorgängen der 
Knochen besteht, wie sie bei rheumatoider Arthritis und kalzifizierenden Läsionen 
der Atherosklerose vorkommen. Patienten mit rheumatoider Arthritis wiesen 
erhöhte OPG-Serumkonzentrationen auf, die mit Entzündungsparametern, wie der 
Erythrozyten-Sedimentationsgeschwindigkeit sowie mit der Krankheitsdauer der 




rheumatoiden Arthritis und der koronaren Arterienverkalkung unabhängig von 
kardiovaskulären Risikofaktoren assoziiert waren (Asanuma et al., 2007).  
 
5.1. Regulation der endothelialen OPG-Produktion durch 
Interleukin-4 und Interleukin-13 
In der vaskulären Gefäßwand wird OPG unter dem Einfluss verschiedener pro-
inflammatorischer Mediatoren, wie IL-1β, TNF-α, PDGF, VEGF in glatten 
Gefäßmuskelzellen und Endothelzellen (Collin-Osdoby, 2004; Hofbauer und 
Schoppet, 2004; Zhang et al., 2002; Min et al., 2003, Zannettino et al., 2005) 
sowie in CASMC bei kurzzeitiger Exposition mit den TH2-Zytokine IL-4 und IL-
13 (Hofbauer et al., 2006) vermehrt exprimiert. Eins besonderes Interesse gilt in 
dieser Arbeit der OPG-Produktion in Endothelzellen, da diese die vorderste 
Zellschicht zum Schutz einer intakten Gefäßwand repräsentieren. Die 
entzündungsbedingte Aktivierung und Dysfunktion des Endothels wird als 
entscheidend in der Atherogenese angesehen (Gimbrone et al., 2000; Toborek und 
Kaiser, 1999; Toborek et al. 2002). Eine chronische Entzündungsreaktion kann 
die Gefäßwand schädigen und pathogene Gewebeveränderungen wie bei der 
Atherosklerose bedingen (Toborek und Kaiser, 1999; Berliner et al., 1995). Das 
Gefäßendothel reguliert bei Entzündungsreaktionen primär die Produktion 
entzündlicher Mediatoren (Lee et al., 2004a; Ross, 1999). Die Rekrutierung und 
Adhäsion von Entzündungszellen, sowie deren Migration in die Gefäßwand wird 
vor allem durch eine gesteigerte Expression pro-inflammatorischer Zytokine 
(TNF-α), Chemokine (MCP-1) und Adhäsionsmoleküle (ICAM-1, VCAM-1) in 
Endothelzellen ermöglicht (Toborek et al., 2002).  
OPG wird im humanen Endothel in vivo als auch in HUVEC in vitro basal 
produziert und liegt in einem Komplex mit dem von Willebrand-Faktor in den 
Weibel-Palade-Körperchen vor (Zannettino et al., 2005; Schoppet et al., 2002). 
Auf die Aktivierung der Endothelzellen durch pro-inflammatorische Zytokine wie 
TNF-α und IL-1β folgen die Mobilisation dieses Komplexes und die Sekretion 
von OPG (Zannettino et al., 2005). Die hier vorliegende Arbeit zeigt, dass auch 
die Stimulation der HUVEC mit den Zytokinen IL-4 und IL-13 zu einer dosis- 




und zeitabhängigen Steigerung der OPG-Produktion führt. Dieser 
Produktionszuwachs ist allerdings geringer, als unter Exposition der HUVEC mit 
TNF-α und IL-1β, das sich als potentester Induktor von OPG erwies (Stein et al., 
2008). Der IL-4-spezifische lösliche Rezeptor verhindert die Interaktion von IL-4 
mit seinem membranständigen Rezeptor und blockiert die IL-4-induzierten 
Steigerung der OPG-mRNA-Spiegel und OPG-Sekretion der HUVEC. Die IL-4-
induzierte OPG-Produktion in Endothelzellen ist somit von der direkten und 
spezifischen Interaktion von IL-4 und seinem Rezeptor auf der 
Endothelzelloberfläche abhängig.  
IL-4-Rezeptoren setzen sich aus zwei Transmembranproteinen zusammen. Die 
IL-4Rα-Kette bindet IL-4 mit hoher Affinität und löst dadurch die Dimerisierung 
mit einem zweiten Transmembranprotein aus, das entweder zur Bildung des 
Rezeptors Typ 1 oder 2 führt. Zellen der hämatopoietischen Zelllinie tragen Typ 
1-Rezeptoren, die sich durch Dimerisierung der IL-4Rα-Kette mit der γ-Kette, die 
ebenfalls Bestandteil der Rezeptoren für IL-2, -7, -9, -15 und –21 ist, bilden 
(Chromarat et al., 1998; Nelms et al., 1999; Pernis et al., 2002). In nicht 
hämatopoietischen Zellen, wie auch Endothelzellen, wird dagegen der Typ 2-
Rezeptor durch Interaktion der IL-4Rα-Kette mit der IL-13Rα1-Kette anstelle der 
γ-Kette gebildet (Nelms et al., 1999; Pernis et al., 2002). IL-13 kann ebenfalls an 
zwei verschiedene Rezeptorkomplexe binden. Zum einen bindet es mit hoher 
Affinität an IL-13R1α in einem Rezeptorkomplex, der mit dem IL-4-Typ 2- 
Rezeptor identisch ist. Ferner bindet auch IL-13 an IL-13Rα2, wobei die Affinität 
höher ist, als die zu IL-13Rα1. Allerdings wird durch diese Rezeptorbindung 
keine nachfolgende Signalkaskade induziert (Kelly-Welch et al., 2003). Es wurde 
gezeigt, dass die IL-4 und IL-13-induzierten Effekte in Endothelzellen über den 
IL-4Rα/IL-13Rα1-Rezeptorkomplex ausgelöst werden (Palmer-Crocker et al., 
1996).  
Vergleichbar mit anderen Zytokinrezeptoren sind die zytoplasmatischen Anteile 
der IL-4 und IL-13-Rezeptoruntereinheiten mit Tyrosinkinasen der Janus-Familie 
(JAK 1-3, TYK 2) assoziiert (Chromarat et al., 1998; Nelms et al., 1999; Pernis 
et al., 2002; Keegan et al., 1995). IL-4Rα assoziiert mit JAK1, die γ-Kette mit 
JAK3, IL-13Rα1 interagiert mit entweder JAK2 oder TYK2, aber nicht mit JAK3. 




Eine Dimerisierung der Rezeptoruntereinheiten steigert die JAK-Aktivität und 
führt zur Phosphorylierung der Tyrosin-Enden in derzytoplasmatischen Domäne 
von IL-4Rα. Die phosphorylierten Tyrosine wiederum agieren als Bindestelle für 
Signalmoleküle mit Protein-Tyrosin-Bindungsdomänen oder SH2 (Src Homologe 














Abb. 22:  Ausschnitt aus der IL-4 -Signaltransduktion in Endoth elzellen. Die Bindung von IL-4 
an die Rezeptoruntereinheit IL-4Rα induziert die Heterodimerisierung mit der IL-13Rα1-
Untereinheit. In Folge kommt es zur Tyrosin-Phosphorylierung an der zytoplasmatischen Domäne 
von IL-4Rα durch aktivierte JAK. Dies ermöglicht die Phosphorylierung von STAT6, das 
anschließend homodimerisiert und im Kern an die Promotor-Region IL-4-regulierter Gene, wie z.B. 
dem OPG-Gen bindet. Die Dephosphorylierung des P-STAT6 erfolgt unter anderem durch die 
Phosphatase Shp-1 (Kelly-Welch et al., 2003). 
 
Einer der durch den IL-4-Rezeptor aktivierten Signaltransduktionswege führt zur 
Tyrosin-Phosphorylierung von STAT6 (Signal transducer and activator of 
transcription), einem zytoplasmatischen Transkriptionsfaktor. STAT6 dockt an 
ein zytoplasmatisches Tyrosin-Ende des IL-4Rα an (Nelms et al., 1999), wird dort 
Tyrosin-phosphoryliert, dissoziiert wieder von IL-4Rα, homodimerisiert durch 




reziproke SH2-Domänen-Interaktion, wandert in den Kern und bindet an 
entsprechende DNA-Sequenzen im Bereich der Promotoren IL-4- und IL-13-
regulierter Gene. Ein in der IL-4Rα-JAK-STAT6-Kaskade beteiligtes Enzym 
scheint die Phosphatidylcholin-spezifische Phospholi ase C zu sein, da deren 
Hemmung die IL-4-induzierte Aktivierung von JAK und die STAT6-Tyrosin-
Phosphorylierung verhindert (Zamorano et al., 2003). Die Dephosphorylierung 
des P-STAT6 erfolgt unter anderem durch die Shp-1-Phosphatase (Hanson et al., 
2003) (Abb. 22).  
STAT6 spielt eine nachgewiesene Rolle in der TH2-Polarisierung des 
Immunsystems (Hebenstreit et al., 2006), sowie in der Vermittlung von IL-4- und 
IL-13-Funktionen wie der Regulation allergischer Reaktionen (Pernis et al., 
2002), der Förderung von Zellüberleben und -wachstum von Lymphozyten 
(Nelms et al., 1999; Zhu et al., 2002), der Hemmung der Osteoklastogenese (Abu-
Amer Y, 2000) und der Induktion proinflammatorischer Reaktionen im Endothel 
(Khew-Goodall et al., 1999). In Zellen der Gefäßwand, in glatten Muskelzellen 
der arteriellen Gefäßmedia (CASMC; Hofbauer et al., 2006) wie auch in 
Endothelzellen (HUVEC), werden die stimulierenden Effekte von IL-4 und IL-13 
auf die OPG-Expression durch die Phosphorylierung von STAT6 vermittelt. Dies 
konnte durch Einsatz eines spezifischen Inhibitors der Phosphatidylcholin-
spezifischen Phospholipase C (D-609) und damit effektiv n Inhibitors der IL-4-
induzierten STAT6-Phosphorylierung demonstriert werden (Zamorano et al., 
2003). In dieser Arbeit verhindert dieser Phospholipase C-Inhibitor in 
Endothelzellen die durch IL-4-induzierte rapide STAT6-Phosphorylierung und 
ebenso die Steigerung der basalen OPG-mRNA-Spiegel und OPG-Protein-
Sekretion. Dies zeigt neben der STAT6-Abhängigkeit der OPG-
Produktionssteigerung unter IL-4-Exposition die Rolle der Phospholipase C als 
wichtiges Enzym der IL-4-Signaltransduktionskaskade in HUVEC. Die 
Aufhebung der IL-4-induzierten STAT6-Phosphorylierung, OPG-mRNA-Spiegel 
und OPG-Protein-Sekretion durch den löslichen IL-4-Rezeptor demonstriert, dass 
die stimulierenden Effekte des IL-4 physiologisch relevant sind und die IL-4-
STAT6-OPG-Kaskade der spezifische Aktivierung des IL-4-Rezeptors bedarf. 
Neben STAT6 wurde in humanen Endothelzellen (HUVEC; Lee et al., 2003) auch 
eine Aktivitätssteigerung von STAT1 durch IL-4 beobachtet, die möglicherweise 




für die IL-4 induzierte MCP-1-Expression von Bedeutung ist (Zhou et al., 1998; 
Lee et al., 2003).  
Für die Funktion von IL-4 und IL-13 im Gefäßendothel w rden neben den oben 
beschriebenen pro-inflammatorischen JAK/STAT-Signaltransduktionskaskade die 
ebenfalls auf eine IL-4Rα/IL-13R1α-Aktivierung folgenden PI3K- und p38 
MAPK-Signaltransduktionskaskaden beschrieben. Die p38 MAPK-
Signaltransduktionskaskade ist an der Induktion der Expression pro-
inflammatorischer Mediatoren beteiligt. Dazu gehören TNF-α, IL-1β, IL-6, die 
Cyclooxygenase-2 (COX-2) und die induzierbare NO-Synthase (iNOS) (Guan 
et al., 1998; Saccani et al., 2002). Die Expression der Chemokine MCP-1 und IL-
8 (Hall et al., 2005; Westra et al. 2005) sowie der Adhäsionsmoleküle E-Selektin, 
ICAM-1 und VCAM-1 (Ju et al., 2003; Westra et al., 2005) wird ebenfalls auf 
diesem Weg induziert. Präklinische und klinische Studien mit spezifischen p38 
MAPK-Inhibitoren unterstützen die These der Bedeutung dieser 
Signaltransduktionskaskade im Rahmen von vaskulären Entzündungsreaktionen 
(Fijen et al., 2001; Kumar et al, 2003). Selektive Inhibitoren der JAK/STAT-, 
PI3K- und p38-MAPK-Signaltransduktionskaskade schwächen die 
Überexpression proinflammatorischer Mediatoren in IL-4-stimulierten humanen 
Gefäßendothelzellen signifikant ab (Lee et al., 2006). 
IL-4 reguliert in Endothelzellen eine Reihe von Genen, die für die Regulation von 
Entzündungsantwort, Apoptose, Signaltransduktion, Transkriptionsfaktoren, 
Stoffwechsel sowie andere bisher unbekannte Funktionen verantwortlich sind 
(Lee et al., 2004b). Seine inflammatorische Wirkung auf das Endothel übt IL-4 
u.a. durch Induktion der Genexpression für das proinflammatorische IL-6 (Lee 
et al., 2004b), für VCAM-1 (Lee et al., 2001c) sowie E-Selektin (Lee et al., 
2004b) aus, die als Oberflächen-Proteine auf Endothelzellen an der Rekrutierung 
der Leukozyten an vaskuläre Läsionen und deren Interaktion mit dem Endothel 
maßgeblich beteiligt sind. Für die ebenfalls zur Pathogenese der Atherosklerose 
beitragende Reticulocyte type 15-lipoxygenase (15-LO-I; Cyrus et al., 1999) 
konnte eine Induktion der Genexpression unter anderem in humanen Blut-
Monozyten, alveolären Makrophagen und Gefäßendothelzell n durch IL-4 
nachgewiesen werden (Lee et al, 2001c). IL-4 kann in Endothelzellen oxidativen 




Stress induzieren (Walch et al., 2006), was wiederum die Expression von TNF-α 
(Lee et al., 2001a, 2001b) und MCP-1 (Lee et al., 2003) steigert. Entsprechend 
wurde für IL-13 die Induktion der endothelialen VCAM-1-Expression und MCP-
1-Expression (Goebeler et al., 1997) und damit die B teiligung an der 
Rekrutierung von Entzündungszellen und deren Transmigration durch das 
Endothel (Gu et al., 1999; Rollins et al., 1997) nachgewiesen. Aufgrund dieser 
vielfältigen Beteiligung an inflammatorischen und atherogenen Prozessen kann 
die Regulation der OPG-Produktion in Endothelzellen durch IL-4 und IL-13 als 
Bestandteil der inflammatorisch bedingten Atherogenes  und Gefäßkalzifizierung 
angesehen werden. Möglicherweise wird OPG unter Exposition der 
Endothelzellen mit pro-atherogenen Zytokinen auch kompensatorisch als 
Schutzprotein zur Aufrechterhaltung der Integrität des Endothels vermehrt 
exprimiert.  
 
5.2. Die Effekte von Interleukin-4 und Interleukin-13 auf den 
Knochenstoffwechsel 
Die Effekte von IL-4 und IL-13 auf den Knochenstoffwechsel und die Struktur 
des Knochengewebes konnten bereits in verschiedenen Tiermodellen 
nachgewiesen werden. In ausgewachsenen IL-4-/-- und IL-13-/--Mäusen konnten 
ein reduzierter Mineralgehalt und eine verminderte Stärke des kortikalen 
Knochens im Vergleich zu Wildtypmäusen beobachtet werden (Silverswärd et al., 
2007). In Knochen neonataler Mäuse hemmte IL-4 die Knochenresorption (Ahlen 
et al., 2002) und ebenso, wie auch IL-13, die durch PTH, D3, IL-1β, TNF-α, IL-6 
mit seinem löslichem IL-6-Rezeptor, Onkostatin M (OSM) und RANKL 
stimulierte Ca45-Freisetzung aus der Calvaria der Maus (Palmqvist et al., 2006). 
Die IL-1β-, IL-6 (+ sIL-6R)- und OSM-induzierte Knochenresorption wird durch 
die TH2-Zytokine wahrscheinlich über eine Reduktion der COX2-Expression in 
Osteoblasten und damit verbundenen Unterdrückung der Prostaglandinsynthese 
gehemmt (Onoe et al., 1996; Kawaguchi et al., 1996; Palmqvist et al., 2006). Die 
Hemmung der durch PTH, D3, TNF-α und RANKL induzierten 
Knochenresorption wird dagegen durch einen COX2-unabhängigen Mechanismus 
antagonisiert (Palmqvist et al., 2006). Wahrscheinlich erfolgt der Großteil der IL-




4- und IL-13-Effekte auf den Knochenstoffwechsel durch die Regulation der 
RANKL/RANK/OPG-Expression verschiedener Zellen. Dies impliziert unter 
anderem die bedeutende Rolle der TH2-Zytokine für den pathologischen 
Knochenmetabolismus im Rahmen chronischer Entzündungsprozesse. Der 
Schwerpunkt liegt dabei auf der Regulation der osteoklastären Aktivität, zumal 
Osteoklasten als die Initiatoren osteogener Umbauvorgänge gelten. Zur Analyse 
der Modulation der Osteoklastogenese und Osteoklasten k ivität durch IL-4 und 
IL-13 über das OPG/RANKL-System wurde in dieser Arbeit ein in vitro-Modell 
etabliert, in dem Osteoklasten-Vorläuferzellen in Abhängigkeit von RANKL zu 
funktionsfähigen, Kollagen-resorbierenden Osteoklasten ausreifen. 
Es bestätigt sich, dass mononukleäre Osteoklasten-Vorläuferzellen in diesem in 
vitro Osteoklasten-Assay unter alleiniger Exposition mit dem Osteoklasten-
Zytokin M-CSF in Abwesenheit von RANKL nicht zu resorbierenden 
Osteoklasten ausreifen. Nur durch eine ausreichende Konzentration dieses 
Differenzierungs- und Aktivierungsfaktors lässt sich eine ausgeprägte 
osteoklastäre Resorptionsaktivität in diesem in vitro Modell erzielen. Analog 
entwickeln RANKL-/--Mäusen einen osteopetrotischen Phänotyp (Kong et al., 
1999a).Weiterhin zeigt sich, dass weder der interzelluläre Kontakt mit 
Stromazellen des Knochenmarks noch mit osteoblastären Zellen für die 
Osteoklastogenese in vitro essentiell ist, solange RANKL in löslicher Form 
vorliegt. Die Ausdifferenzierung der osteoklastären Vorläuferzellen in 
Abwesenheit anderer Zellen ermöglicht die Analyse direkter Effekte exogen 
zugefügter Faktoren auf die Osteoklastogenese und Osteoklastenaktivität durch 
ihre Wirkung auf die Osteoklasten-Vorläuferzellen oder durch eine 
Beeinträchtigung der Wirksamkeit von M-CSF oder RANKL im Kulturmedium. 
Bei Wirksamkeitsverlust des einen oder anderen Proteins würde dies eine 
Minderung oder Hemmung der Osteoklastogenese und Osteoklastenaktivierung 
bedeuten (Teitelbaum, 2000; Doherty et al., 2004). In der Pathogenese vaskulärer 
Kalzifizierungs- und Ossifikationsprozesse könnte eine inadäquate 
Knochenresorption trotz Anwesenheit Osteoklasten-ähnlicher Zellen Folge von 
funktionsgestörten, inadäquat differenzierten Osteoklasten, eines relativen 
Mangels an M-CSF und/oder RANKL oder einer direkten oder indirekten 
Hemmung osteoklastärer Zellen durch zelluläre oder humorale Faktoren in der 




Gefäßwand sein. Das Ausmaß der Knochenresorption wird vor allem durch das 
Verhältnis von RANKL zu OPG bestimmt (Yasuda et al., 1998), beides Faktoren, 
die u.a. von Stromazellen oder osteoblastären Zellen fr igesetzt werden. Die 
meisten Osteoklastogenese-fördernden Substanzen verursachen eine Steigerung 
des RANKL/OPG-Quotienten mit einer Steigerung der oste klastären Resorption 
infolge mangelnder Gegenregulierung über OPG. Die Datenlage zur Beurteilung 
einer Veränderung des RANKL/OPG-Quotienten bei pathologischen 
Gefäßprozessen ist jedoch noch unzureichend. Mäuse mit iner exzessiven oder 
defekten Produktion an RANKL/RANK/OPG bilden beide Extreme des skeletalen 
Phänotyps aus, eine Osteoporose bei OPG-/- und eine Osteopetrose bei OPG-
Transgen, RANKL-/- und RANK-/-, was die grundlegende Bedeutung dieses 
Zytokinsystems für den Knochenstoffwechsel widerspiegelt (Mizuno et al., 
1998b; Kong et al., 1999; Bucay et al., 1998; Simonet et al., 1997).  
Im hier verwendeten Osteoklasten-Assay konnte die Resorptionsaktivität der 
Zellen unter hinreichenden Konzentrationen an M-CSF und RANKL effektiv 
durch direkte Zugabe von IL-4 und IL-13 gemindert werden. Dies lässt vermuten, 
dass IL-4 und IL-13 auch in diesem in vitro-Modell einen hemmenden Effekt auf 
die osteoklastäre Funktion ausüben, der unabhängig von anderen zellulären 
Komponenten ist. Die TH2-Zytokine scheinen direkt auf die osteoklastären 
Vorläuferzellen einzuwirken und ihre Ausdifferenzierung zu funktionsfähigen und 
aktiven Osteoklasten zu verhindern. Dieses steht im E nklang mit bereits in 
anderen Studien beschriebenen Beobachtungen zur Osteoklastogenese unter IL-4-
Exposition. Kasono et al. (1993) beobachteten eine IL-4-induzierte Hemmung der 
durch PTH, D3 und IL-1α-induzierten Osteoklastogenese in Kulturen von Mäuse-
Knochenmarkzellen. In einem ex vivo-Modell der Knochenresorption bei 
rheumatoider Arthritis konnte ein negativer Effekt von IL-4 auf die Präsenz der 
Osteoklasten demonstriert werden (Miossec et al., 1994), was ebenfalls eine 
Verminderung der Knochenresorption durch eine IL-4-induzierte Hemmung der 
Osteoklastogenese vermuten ließ. Der negative Effekt d r TH2-Zytokine auf die 
Knochenresorption über eine Beeinflussung der Osteoklastogenese und eine 
Verminderung der aktiv resorbierenden reifen Osteoklasten basiert wahrscheinlich 
auf der Fähigkeit von IL-4 und IL-13 osteoklastäre Vorläuferzellen direkt und 




durch Veränderung des Expressionsprofils von osteoblastären Zellen indirekt zu 
hemmen (Palmqvist et al., 2006).  
 
5.3. Modulation des skeletalen OPG/RANKL/RANK-Systems 
durch Interleukin-4 und Interleukin-13 
Als zugrundeliegender molekularer Mechanismus der Regulation des 
Knochenstoffwechsels durch die TH2-Zytokine IL-4 und IL-13 wird insbesondere 
die Modulation der Expression der Komponenten des OPG/RANKL/RANK-
Systems diskutiert. Es wird vermutet, dass durch die IL-4- und IL-13-
Rezeptoraktivierung auf RANKL-sensitiven Zellen die auf die RANK-
Aktivierung folgende intrazelluläre Signaltransduktion beeinflusst wird. Die 
Ergebnisse der hier vorliegenden Arbeit zeigen, dass IL-4 und IL-13 bei einer 
Dosis von 10 ng/ml sehr potente Osteoklastogenese-Inhibitoren sind und eine 
totale Blockade der RANK-Signaltransduktion durch die TH2-Zytokine zu 
vermuten ist. Der hemmende Effekt des direkt applizierten IL-4 und IL-13 im 
Osteoklasten-Assay ist in seinem Ausmaß vergleichbar mit dem Effekt der totalen 
Restriktion an RANKL im Kulturmedium der Osteoklasten-Vorläuferzellen. In 
einem in vitro-Modell mit RAW264.7-Monozyten/Makrophagen und murinen 
Knochenmark-Vorläuferzellen hemmte IL-4 die RANKL-induzierte 
Osteoklastogenese ebenfalls bei einer Dosis von 10 ng/ml. IL-4 hemmte die 
RANKL-induzierte Expression von NFATc1 und die vorangeschaltete c-fos-
Expression (Kamel Mohamend et al., 2005). Weitere Gruppen analysierten die auf 
IL-4-Rezeptoraktivierung intrazellulär in osteogenen Zellen folgende 
Signaltransduktion im Detail. So hemmte IL-4 die TRAF6-vermittelte 
Phosphorylierung von IκB, was die Freisetzung und Translokation von NF-κB in 
den Zellkern blockierte (Bendixen et al., 2001). IL-4 hemmte auch die 
Aktivierung und Signaltransduktion von JNK, p38 und ERK (Abu-Amer, 2001; 
Palmqvist et al., 2006), sowie die Expression von c-fos und NFAT2 (Takayanagi, 
2005). Neben der negativen Beeinflussung der RANK-Signaltransduktion zeigte 
sich der Osteoklastogenese-hemmende Effekt von IL-4und IL-13 auch auf 
Genexpressionsebene. Das Vorkommen von Rezeptoren fü  beide Zytokine auf 
osteoklastären Vorläuferzellen, die mit der RANK-Expression interferieren, 




wurde durch Hemmung der basalen und Vitamin D3-stimulierten RANK-mRNA-
Expression in Calvaria der Maus, sowie in murinen Milzzellen, Makrophagen des 
Knochenmarks und Makrophagen der Zelllinie RAW 264.7 bestätigt. Die 
gehemmte RANK-mRNA-Expression ging mit einer verminderten RANK-
Oberflächenexpression und einer fehlenden Ausdifferenzierung zu Osteoklasten 
einher (Palmqvist et al., 2006).  
Die Kontrolle der Genexpression durch IL-4 und IL-13-Rezeptoren ist abhängig 
von der Homodimerisierung von STAT6 (Kelly-Welch et al., 2003), das auch in 
der Vermittlung der IL-4 und IL-13-Effekte auf Osteoblasten und osteoklastäre 
Vorläuferzellen mit Beeinflussung der Knochenresorpti n eine zentrale Rolle 
spielt (Palmqvist et al., 2006). Das STAT6-Dimer hemmt die NF-κB- und JNK-
Aktivierung, zwei zentrale Signaltransduktionswege der RANKL-RANK-
induzierten Osteoklastogenese (Takayanagi et al., 2000; Wong et al., 1998; 
Yamamoto et al., 2001, David et al., 2002). IL-4 war nicht im Stande die 
RANKL-induzierte Osteoklastogenese in STAT6-/--Mäusen zu hemmen 
(Hirayama et al., 2005). Das Profil der mRNA-Spiegel von RANKL, OPG und 
RANK nach IL-4 und IL-13-Stimulation macht die Anwesenheit von spezifischen 
Rezeptoren auf Osteoblasten und osteoklastären Vorläufe n wahrscheinlich. Die 
Zytokineffekte auf RANKL/RANK/OPG sind abhängig von der Aktivierung des 
IL-4-Rezeptors Typ 1, Typ 2 oder des IL-13-Rezeptors. IL-4 und IL-13 agierten 
hierbei annähernd äquipotent (Palmqvist et al., 2006). Von anderer Seite wurde 
berichtet, dass IL-4 gegenüber IL-13 in seiner Effektstärke auf osteoklastäre 
Vorläuferzellen überlegen sei (Yamada et al., 2007). Neben der Wirkung von IL-4 
auf osteoklastäre Vorläuferzellen und auf die Osteoklastogenese, wurde auch von 
einer direkten Hemmung der RANKL-induzierten Knochenresorption reifer 
Osteoklasten durch IL-4 über eine Hemmung der RANKL-RANK-abhängigen 









5.4. Interaktion von Endothelzellen mit Osteoklasten  
Die Osteoklastogenese ist neben RANK-exprimierenden osteoklastären 
Vorläuferzellen auch von OPG/RANKL-exprimierenden Stromazellen des 
Knochenmarks bzw. osteoblastischen Zellen abhängig (Kim et al., 2005). Durch 
ihre direkten Effekte auf diese Zellen können IL-4 und IL-13 somit auch einen 
indirekten Einfluss auf die Osteoklastogenese ausüben. In der Calvaria der Maus 
konnte die Hemmung einer Vitamin D3-induzierten gesteigerten RANKL-
Expression und verminderten OPG-Expression durch die beiden TH2-Zytokine 
antagonisiert und die Knochenresorption entsprechend vermindert werden 
(Palmqvist et al., 2002). Die indirekte Einflussmöglichkeit der TH2-Interleukine 
auf die Osteoklastogenese, durch eine direkte Einwirkung auf Zellen, die mit 
Osteoklastenvorläufern interagieren, war die Grundlage der Analyse der 
Interaktion von IL-4- und IL-13-stimulierter Endothelzellen und osteoklastären 
Vorläuferzellen. Die Ausdifferenzierung RANKL/M-CSF stimulierter 
monozytärer Zellen und die Resorptionsaktivität im Osteoklasten-Assay werden 
durch den Zusatz von Kulturüberstand Zytokin-stimulierter Endothelzellen 
(HUVEC) in Abhängigkeit von der eingesetzten Zytokindosis gehemmt. 
Konstante Rahmenbedingungen lassen vermuten, dass die Minderung der 
osteoklastären Resorptionsaktivität allein auf die durch IL-4 bzw. IL-13 induzierte 
Änderung des endothelialen Expressionsprofils sezernierter löslicher Faktoren 
zurückzuführen ist. Ein direkter Effekt des IL-4 auf die Osteoklasten-Funktion 
durch einen Überhang im eingesetzten Kulturüberstand der endothelialen Ko-
Kultur kann ausgeschlossen werden, da sich unter Zugabe des spezifischen 
löslichen IL-4-Rezeptors keine Änderung der beobachteten Effekte zeigt.  
Bei der Hemmung der Osteoklastogenese über Einwirkung auf Osteoblasten 
verminderten IL-4 und IL-13 die osteoblastäre RANKL-Expression und steigerten 
die OPG-Expression (Palmqvist et al., 2006). Ähnlich beeinflusste IL-4 die 
RANKL- und die OPG-Expression in humanen fibroblastenähnlichen 
Synoviozyten bei Patienten mit rheumatoider Arthritis und verhinderte so die 
Osteoklastenformation in Vitamin D3-stimulierten Ko-Kulturen von Synoviozyten 
und humanen Monozyten des peripheren Blutes (Lerner, 2000). Bei Kollagen-
induzierter Arthritis in Mäusen zeigte sich eine durch IL-4 reduzierte Expression 




der RANKL-mRNA in synovialen Extrakten (Lubberts et al., 2000). Es ist zu 
vermuten, dass die Hemmung der Osteoklastogenese und Osteoklastenaktivität in 
dem in dieser Arbeit verwendeten i vitro-Modell über eine Modulation der 
Expression der Komponenten des RANKL/OPG-Systems in Endothelzellen durch 
IL-4 und IL-13 erfolgt.  
Aufgrund ausreichender Konzentration an RANKL im Kulturmedium der 
Osteoklasten-Vorläuferzellen und der gesteigerten OPG-Produktion in HUVEC 
unter IL-4 und IL-13-Exposition in Abhängigkeit von deren Dosis ist zu 
vermuten, dass eine Verschiebung des RANKL/OPG-Quotienten zugunsten von 
OPG an der Hemmung beteiligt ist. Würde der Effekt des Ko-Kulturüberstandes 
auf die Resorptionsaktivität im Osteoklasten-Assay nur durch das Auftreten von 
OPG im Kulturmedium zu erklären sein, wäre ein humaner, spezifisch OPG 
neutralisierender Antikörper in ausreichender Konzentration in der Lage, diesen 
Effekt aufzuheben. Durch Vorinkubation des eingesetzten endothelialen 
Kulturüberstandes mit diesem Antikörper würde das drin befindliche OPG 
komplexiert und damit unfähig RANKL im Kulturmedium der Osteoklasten-
Vorläufer zu binden und so zu neutralisieren. Es zeigt sich, dass der OPG-
Antikörper die durch IL-4-stimulierten HUVEC-Kulturüberstand erzeugte 
Hemmung der Osteoklastendifferenzierung und Osteoklastenaktivierung in 
Abhängigkeit von seiner Dosierung signifikant abschwächt. Das von HUVEC 
sezernierte OPG scheint daher ein Mediator der IL-4-induzierten indirekten 
Effekte auf die Osteoklastogenese zu sein.  
Eine vollkommene Aufhebung des hemmenden Effektes IL-4-exponierten 
Endothelzellmediums und eine optimale Osteoklastendiff renzierung in diesem 
Osteoklasten-Assay kann allerdings auch durch Steigerun  der Antikörper-Dosis 
auf ein Vielfaches der ND50 nicht erreicht werden. Daher ist anzunehmen, dass 
neben OPG noch weitere unter IL-4-Exposition in HUVEC induzierte Faktoren an 
der Hemmung der Osteoklastogenese und Osteoklastenaktivierung beteiligt sind.  
Die Befunde konnten trotz der Variabilität der Primärzellen wiederholt 
reproduziert werden. Die Interaktion von IL-4-exponierten Endothelzellen und 
osteoklastären Zellen scheint somit interindividuell durch denselben 
zugrundeliegenden Mechanismus, nämlich der IL-4-induzierten Aktivierung des 




Endothels mit konsekutiver Veränderung im Expressionsprofil löslicher Faktoren 
erklärt zu werden.  
Chikatsu et al. (2002) beobachteten in einem Modell der Osteoklasten-
Endothelzell-Interaktion mit Zellen der Maus, dass konditioniertes Medium von 
Endothelzellen die Bildung osteoklastärer Zellen aus einer 
Knochenmarkzellkultur und Milzzellkultur verhindert und dieser Effekt durch 
löslichen RANKL nicht aufgehoben werden konnte. Eine OPG-Messung ergab, 
dass im Medium eingesetzter Endothelzellen die OPG-Konzentrationen 
signifikant geringer waren, als im konditionierten Medium von 
Knochenmarkzellen, dass keinen Effekt auf die Osteoklastogenese hatte (Chikatsu 
et al., 2002). Dies spricht gegen OPG als primären endothelialen Hemmfaktor. In 
der hier vorliegenden Arbeit wird jedoch demonstrier , dass Osteoklasten-
Vorläuferzellen in Kulturmedium mit Zusatz von OPG-haltigem Kulturüberstand 
unstimulierter HUVEC in ihrer Ausdifferenzierung und Aktivierung im Vergleich 
mit Kulturen unter optimalen Differenzierungsbedingu en ohne Zusatz von 
Endothelzellmedium signifikant gehemmt werden. Dieser Effekt kann durch einen 
neutralisierenden OPG-Antikörper vollständig aufgehoben werden und so eine 
Osteoklastendifferenzierung ähnlich der unter optimalen Kulturbedingungen 
ermöglicht werden. OPG ist hier der zentrale Mediator der parakrinen 
Osteoklastogenese-Hemmung durch Endothelzellen.  
Die beobachtete Variabilität der Interaktion von Endothelzellen und Osteoklasten 
gemessen an der Einschränkung der osteoklastären Resorptionsaktivität lässt sich 
am ehesten durch eine interindividuell unterschiedlich ausgeprägte basale OPG-
Produktion und Stimulierbarkeit der HUVEC in Abhängigkeit von exogenen und 
endogenen, nicht kontrollierten Faktoren erklären. A  exogenen Faktoren, die vor 
allem in dem Zeitraum von Abnabelung bis erfolgter Präparation der HUVEC und 
damit Überführung in standardisierte Kulturbedingune  einen Einfluss haben, 
sind möglicherweise die Transportdauer und Latenzzeit bis zur Verarbeitung, 
Lagerung, Temperaturschwankungen, Enzymaktivierung, Präpariereffizienz und 
Anwachsverhalten während der ersten 24 h in Kultur von Bedeutung. An 
endogenen Faktoren, die schon während der Schwangerschaft Einfluss auf die 
Endothelzellen der Nabelschnurvene haben, spielen möglicherweise das Alter der 




Mutter, der Gesundheitszustand (z. B. vorbestehende Gefäßerkrankungen) und der 
Hormonspiegel, insbesondere von Östrogenen und Progesteron, eine Rolle. Trotz 
der Variabilität der basalen OPG-Produktion und der Stimulierbarkeit der 
HUVEC konnten konstante Ergebnisse erzielt werden, ie zeigen, dass OPG ein 
bedeutender Mediator endothelialer Effekte auf den Osteoklastenstoffwechsel in
vitro ist und dass Endothelzellen aktiv über eine Expression und Sekretion 
parakrin wirkender Mediatoren an der Regulation oste gener Prozesse in der 
Gefäßwand beteiligt sein können.  
 
5.5. Vaskuläre Kalzifizierungen 
Die Angiogenese geht in keinem Gewebe außer dem Knochen mit der Induktion 
der Osteoklastogenese und der nachfolgenden Resorption kalzifizierter Matrix 
einher (Matayoshi et al. 1996; Matsuzaki et al., 1998, Tanaka et al., 2007). 
Möglicherweise können nur kalzifizierende Gewebe wie Knochen über 
spezifische Signale die endotheliale Hemmung der Osteoklastogenese 
unterdrücken, was wiederum verhindert, dass sich in anderen Geweben als im 
Knochen funktionsfähige Osteoklasten ausbilden. Eine Störung der Endothel-
Osteoklasten-Interaktion könnte somit zu übermäßiger Knochenresorption wie bei 
Osteoporose oder zum gestörten Abbau kalzifizierender Matrix wie bei der 
vaskulären Kalzifizierung beitragen.  
In den Gefäßen zirkulieren proresorptive Zytokine und Osteoklasten-
Vorläuferzellen (Fujikawa et al., 1996, 2001; Shalhoub et al., 2000, Seta et al., 
2008), die durch spezifische Interaktionen mit vaskulären endothelialen Zellen ins 
umliegende Gewebe rekrutiert werden können (McGowan et al., 2001). Zudem 
konnten in kalzifizierten Läsionen der Gefäßwand Osteoklasten-ähnliche Zellen 
und monozytäre Vorläuferzellen nachgewiesen werden (J ziorska et al., 1998; 
McGrowan et al., 2001). Es ist jedoch noch nicht eind utig geklärt, ob in 
Gefäßkalzifizierung tatsächlich ausdifferenzierte funktionsfähige Osteoklasten 
lokalisiert sind oder dort nur Osteoklasten-ähnliche Zellen mit unzureichend 
ausgebildeter Resorptionskapazität anzutreffen sind. So wurden in ossifizierenden 
Arealen der Gefäßwand neben Osteozyten unvollständig fferenzierte 




Osteoklasten gefunden (Al-Fakhri et al., 2005). Moleku are in vivo-Bildgebung 
zeigte eine positive Korrelation von osteogenetischer Aktivität und Progression 
atherosklerotischer Plaques in der Aortenwand von apoE-/--Mäusen (Aikawa et al., 
2007). Weiterhin wurden multinukleäre Osteoklasten-äh liche Zellen u.a. in 
kalzifizierten Läsionen bei OPG-/--Mäusen (Min et al., 2000; Bucay et al., 1998) 
und in kalzifizierten Plaques der humanen Aorta (Tyson et al., 2003) beobachtet. 
Diese Befunde lassen vermuten, dass möglicherweise n unzureichende 
Differenzierung oder eine Funktionsstörung der Osteoklasten durch 
unzureichende Resorption mineralisierter Matrix vaskuläre Kalzifizierungen bzw. 
Ossifikationen begünstigen. 
Osteozyten in ossifizierenden Gefäßwandarealen sprechen für einen aktiven 
Umbauprozess in diesen Regionen (Al-Fakhri et al., 2005, Aikawa et al., 2007). 
Die aktive Knochenbildung durch Osteoblasten-ähnlice Zellen wird als eine der 
Hypothesen der vaskulären Kalzifizierung diskutiert (Demer, 1995; Bostrom 
et al., 1993). Dabei wurden die Interaktionen vaskulärer und osteogener Faktoren 
und die Beteiligung von Zellen beider Systeme genaur analysiert. Das 
Vorkommen Osteoblasten-ähnlicher Zellen in der Gefäßwand mag dabei 
verschiedene Ursprünge haben. Zum einen zeigen vaskuläre glatte Muskelzellen 
(VSMC) die Fähigkeit zur Transdifferenzierung zu einem osteoblastischen 
Phänotyp, der unter Stimulation mit Bone morphogenic protein 2 (BMP2) und 
Bone morphogenic protein 4 (BMP4, Hruska et al., 2005) eine kalzifizierende 
extrazelluläre Matrix produziert. BMPs werden u.a. durch Endothelzellen, 
Schaumzellen und glatte Muskelzellen der Gefäßwand gebildet (Csiszar et al., 
2005; Shin et al., 2004; Dhore et al., 2001; Bostrom et al., 1993). Die endotheliale 
Dysfunktion unter Hypoxie (Bouletreau et al., 2002), oxidativem Stress (Mody 
et al., 2001) oder turbulentem Blutfluss (Sorescu et al., 2003, 2004) und die 
Aktivierung des Endothels durch Entzündungsmediatoren und oxidierte LDLs 
(Cola et al., 2004) gehen unter anderem mit einer gesteigerten Expression von 
BMPs einher (Chang et al., 2007). Eine Konzentrationsminderung an 
anorganischen Pyrophosphaten (Johnson et al., 2006; Towler et al., 2005; Rutsch 
et al., 2003) fördert ebenfalls die Umwandlung von VSMCs in osteoblastäre 
Zellen mit gesteigerter Expression osteogener Transk iptionsfaktoren (Moe et al., 
2003; Nakashima et al., 2002; Chen et al., 2002; Shana an et al., 1999). Erhöhte 




Kalzium- und Phosphat-Serumkonzentrationen können die Freisetzung 
kalzifizierender Matrixvesikel durch VSMCs stimulieren (Reynolds et al., 2004). 
Eine spezielle Untergruppe der VSMCs, die sogenannten CVCs (Calcifying 
vascular cells) zeigen zudem in vitro die Fähigkeit zur spontanen Kalzifizierung 
und Ausbildung knochenartiger Strukturen (Yang et al., 2004; Watson et al., 
1994; Bostrom et al., 1993). Zu den zellulären Akteuren der Osteogenese in der 
Gefäßwand zählen außerdem gefäßwandständige Perizyten, die nach Aktivierung 
einen osteochondrogenen Phänotyp annehmen können (Farrington-Rock et al., 
2004; Gerhardt und Betsholtz, 2003; Doherty und Canfield, 1999) und 
mesenchymale Stammzellen der Gefäßwand (Abedin et al., 2004b). Alternativ 
ermöglicht die Neovaskularisierung kalzifizierender Areale der Gefäßwand die 
Einwanderung von Perizyten, die phänotypisch eher den CVCs ähneln und zu 
einem osteoblastären Phänotyp differenzieren können (Doherty et al., 1998) sowie 
die Einwanderung von mesenchymalen Stammzellen aus dem Knochenmark 
(Collett und Canfield, 2005; Abedin et al., 2004b) (Abb. 23).  
Aufgrund der beobachteten humoralen Interaktion von E dothelzellen und 
osteoblastischen Zellen sowie der Rolle von Gefäßmuskelzellen am Prozess der 
Kalzifizierung liegt es nahe, dass eine Interaktion vaskulärer Zellen mit 
osteoklastären Zellen auch von funktioneller Relevanz ist. 
Die Mineralisierung der Gefäßwand scheint durch eine Dysbalance der 
Knochenbildung und Knochenresorption zu erklären zu sein, die mit einer 
gesteigerten und unzureichend antagonisierten Mineralisierung extrazellulärer 
Matrix einhergeht (Min et al., 2000). Shanahan et al. (1999) beobachteten 
beispielsweise neben der Expression von Knochenmatrixproteinen eine 
verminderte Expression des Kalzifizierungs-hemmenden Matrix Gla Protein 
(MGP) in medialen Kalzifizierungen. Dies spricht für einen Mangel an 
Inhibitoren der Mineralisierung und einem Überangebot an Osteogenese-
fördernder bzw. Osteoklastogenese-hemmender Faktoren in der Gefäßwand als 










Abb. 23: Inhibitoren und Promotoren der Kalzifizieru ng. Neben der Ablagerung vermehrt aus 
dem Knochen freigesetzter Minerale im vaskulären Gewebe vermutet man, daß Osteoblasten-
ähnliche Zellen aktiv zur extraskeletalen Kalzifizierung beitragen. Diese können aus verschiedenen 
Vorgängerzellen differenzieren. Reste apoptotischer glatten Gefäßmuskelzellen können dabei als 
Mineralisierungsgrundlage dienen. Eine Reihe von Kalzifizierungsinhibitoren (blau) wurde in 
Tiermodellen charakterisiert: Klotho/Fibroblast growth factor (FGF)-23, Matrix Gla Protein (MGP), 
Fetuin A, Mothers against decapentaplegic homolog 6 (Smad6), Nukleotid Pyrophosphatase 
/Phosphodiesterase 1 (NPP1), Karboanhydrase II, Osteopontin (OPN) und OPG.  
 
Als molekulare Determinanten der vaskulären Kalzifizierung wurden bisher 
Klotho/Fibroblast growth factor receptor (FGFR) /Fibroblast growth factor 23 
(FGF), ein Komplex von entscheidender Bedeutung für die Regulation des 
Phosphathaushaltes (Renkema et al., 2008; Nabeshima et al., 2008; Kuro-o et al., 
1997; Shimada et al., 2004), Matrix Gla Protein (MGP) als Kalzifizierungs-
inhibitor der extrazellulären Matrix (Luo et al., 1997) und der zirkulierende 
Kalzifizierungsinhibitor Fetuin-A (α-Heremans-Schmid-Glykoprotein) (Schäfer 
et al., 2003) beschrieben. Ebenfalls sind das für Mothers against decapentaplegic 
homolog 6 (Smad6), eines Inhibitors der BMP-Signaltransduktion, kodierende 
Gen Mothers against decapentaplegic homolog 6 (Madh6; Galvin et al., 2000), die 
Nukleotid- Pyrophosphatase/Phosphodiesterase-1 (NPP1; Johnson et al., 2005) 




und die Karboanhydrase II (Spicer et al., 1989) an der vaskulären Kalzifizierung 
beteiligt. Die Rolle von Osteopontin (OPN) wurde nur im Doppelknockout mit 
MGP-/- (Speer et al., 2002) und Osteoprotegerin-/- (Bucay et al., 1998) untersucht, 
deren Genablation vaskuläre Kalzifizierungen im Mausmodell verursachte (Abb. 
23). 
OPG wird hier als zentrales molekulares Verbindungsglied vaskulärer und 
osteogener Prozesse diskutiert. OPG und RANKL werden im vaskulären System 
von Endothelzellen und glatten Muskelzellen exprimiert (Malyankar et al., 2000; 
Simonet et al., 1997; Collin-Osdoby et al., 2001; Kim et al., 2003). Bei 
Entzündungsreaktionen könnten auch dendritische Zellen, B-Lymphozyten und 
Thrombozyten (OPG; Yun et al., 1998; Chagraoui et al., 2003), Mastzellen und T-
Lymphozyten (RANKL; Wong et al., 1997a; Ali et al., 2006), sowie die zellulären 
Vertreter des Knochengewebes als Quellen hinzukommen. Wie die Ergebnisse 
dieses Projektes zeigen, ist die OPG-Expression und -Sekretion von 
Endothelzellen unter IL-4-Stimulation an der Hemmung der Osteoklastogenese 
beteiligt und wird zusätzlich von anderen Endothel-abstammenden Faktoren in 
ihrer Hemmwirkung auf Osteoklastogenese und Osteoklastenaktivierung 
verstärkt. Die kurzzeitige Exposition von CASMC mit IL-4 induzierte ebenfalls 
eine Steigerung ihrer OPG-Produktion, bei ähnlich dosiertem IL-4-Zusatz wie in 
diesem Projekt. Interessanterweise nahm unter Langzeit-Exposition mit IL-4 die 
OPG-Produktion der CASMC ab, was mit einer zunehmenden Kalzifizierung 
dieser Zellen und der Expression des osteoblastären Transkriptionsfaktors cbfa-1 
einherging (Hofbauer et al., 2006). Die genaue Beteiligung der Zytokine IL-4 und 
IL-13 an vaskulär kalzifizierenden Prozessen und die Implikation ihrer 
Modulation des OPG/RANKL-Systems in extraskeletalen Mineralisierungs-
prozessen ist jedoch noch unklar. 
 
5.6. Effekte von Osteoprotegerin im Gefäßsystem 
Den ersten Hinweis auf eine Assoziation des skeletal n Knochenstoffwechsels mit 
dem Gefäßsystem über OPG lieferte eine Studie mit OPG-/-Mäusen, die neben 
einer schweren Osteoporose größtenteils ausgeprägte arterielle Kalzifizierungen 




der medialen Gefäßwandschicht von Aorta und renalen Arterien, Kalzifizierungen 
der Subintima der Aorta sowie die Ausbildung einer knochenähnlichen 
extrazellulären Matrix in der Gefäßwand zeigten (Bucay et al., 1998; Min et al., 
2000). Die transgene Überexpression von OPG von Mitte der Schwangerschaft an 
bis ins Erwachsenenalter konnte die Gefäßmineralisierung bei OPG-/--Mäusen 
komplett verhindern (Min et al., 2000). Zusammen mit den protektiven Effekten 
von OPG in Tiermodellen vaskulärer Kalzifizierungen (Price et al., 2001) und der 
Ausbildung von gesteigerter Atherosklerose und medial n Kalzifizierungen bei 
OPG-/--ApoE-/--Mäusen (Bennett et al., 2006), spricht dies für eine protektive 
Funktion von OPG gegen eine pathologische Mineralisierung der Gefäßwand. In 
japanischen OPG-/--Mäuse, die normalerweise keine vaskuläre Kalzifizierung 
zeigen, kann im Gegensatz zu OPG+/- und OPG+/+-Mäusen durch eine 
Phosphatreiche Diät und zusätzliche 1α,25 Dihydroxyvitamin D3-Injektion eine 
Kalzifizierung der Aorten-Media induziert werden, da OPG als vaskuloprotektiver 
Faktor fehlt. Es wurde vermutet, dass die Kalzifizierungs-hemmenden 
Eigenschaften des OPGs von einer Herabregulation der alkalischen Phosphatase 
herrühren (Orita et al., 2007).  
Die hohe klinische Prävalenz und Koinzidenz arteriell r Kalzifizierung und 
kardiovaskulärer Erkrankungen bei postmenopausalen Frauen und älteren 
Menschen mit Osteoporose könnte die These der Rolle des OPG/RANKL-
Zytokinsystems als zentralem Regulationssystem auch beim Menschen 
unterstützen (Hak et al., 2000; Kado et al., 2000). Während im Knochen mit 
zunehmenden Alter die OPG-Produktion durch Zellen des Knochengewebes 
abnimmt (Makhluf et al., 2000), steigt die zirkulierende OPG-Konzentration im 
Serum an (Browner et al., 2001; Szulc et al., 2001), was möglicherweise den 
Versuch einer zentralen Gegenregulationsmaßnahme gegen den weiteren 
Schwund von Knochensubstanz im Skelettsystem darstellen könnte. Es wurde 
eine positive Korrelation der OPG-Serum-Konzentration mit einer Steigerung des 
Knochenumsatzes und der Schwere der Osteoporose bei postmenopausalen 
Frauen unabhängig vom Alter (Yano et al., 1999) beobachtet. Weitere 
Assoziationen einer erhöhten OPG-Serum-Konzentration zeigten sich mit 
Diabetes mellitus und chronischer Niereninsuffizien, Hochrisikokollektiven für 
Gefäßerkrankungen (Collin-Osdoby, 2004). Bei Diabetikern korrelieren die 




erhöhten OPG-Serum-Konzentrationen ebenfalls mit einer erhöhten 
kardiovaskulären Mortalität unabhängig vom Alter (Browner et al., 2001). 
Zusammengefasst lassen diese Beobachtungen bei Mensch u d Tier annehmen, 
dass OPG als vaskulo- und osteoprotektiver Faktor bei pathologisch-resorptiven 
oder allgemein degenerativen Knochenumbauvorgängen und potentiell 
gefäßschädigenden Gesamtsituationen, wie z.B. bei der Atherosklerose vermehrt 
produziert wird. Ein Auftreten kardiovaskulärer Komplikationen trotz erhöhter 
lokaler und systemischer Konzentrationen an OPG könnte sich somit auch durch 
eine zunehmende Resistenz des vaskulären Gewebes geg nüb r OPG erklären. Da 
OPG eine Komponente eines interagierenden Zytokinsystems ist und eine 
Steigerung der OPG-Konzentration eine Minderung der RANKL-Konzentration 
bedingt (Hofbauer, Schoppet, 2004), könnte sowohl eine gestörte Balance der 
Komponenten OPG und RANKL, als auch eine veränderte Ansprechbarkeit der 
Zellen auf diese Zytokine das molekulare Korrelat der vaskulären kalzifizierenden 
und ossifizierenden Prozesse darstellen.  
In der gesunden Gefäßwand sowie in frühen atherosklerotischen Läsionen in 
humanem Gewebe konnten immunhistochemisch OPG-Protein und geringe 
Mengen RANKL-Protein nachgewiesen werden (Dhore et al., 2001). Bei der 
Analyse von kalzifizierten Karotiden zeigte sich inden Explantaten von 
symptomatischen Patienten eine 2- bis 4-fach höhere OPG-Konzentration, als in 
denen von asymptomatischen Patienten (Golledge et al., 2004). In 
fortgeschrittenen Stadien bei bereits kalzifizierend  Läsionen wurde RANKL in 
der extrazellulären Matrix angrenzend an die kalzifizierten Areale, OPG in 
Arealen heterotoper Ossifikation nachgewiesen (Dhore et al., 2001). RANKL- 
und RANK-Transkripte fanden sich auch bei OPG-/--Mäusen in kalzifizierten 
Läsionen der Arterien, in der Nähe zu Osteoklasten-ähnlichen Zellen, nicht jedoch 
in den gesunden Gefäßen der Wildtyp-Mäuse (Min et al., 2000). Während sich in 
der nicht-atherosklerotischen Gefäßwand von ApoE-/--Mäusen in der 
immunhistochemischen Färbung nur OPG und RANK nachweisen ließen, zeigten 
atherosklerotische Plaques eine deutliche Expression von RANKL (Sandberg 
et al., 2006). Rattazzi et al. (2005) beobachteten in fortgeschrittenen 
atherosklerotischen Läsionen von ApoE-/--Mäusen die Deposition von 
Hydroxyapatit durch OPG-exprimierende Chondrozyten-äh liche Zellen. Der 




genaue Mechanismus der Aktion von OPG und die Implikation der 
RANKL/OPG-Interaktionen in der vaskulären und skeletalen Pathobiologie sind 
im Detail noch unklar. Es wird vermutet, dass OPG gefäß- und knochenprotektiv 
durch Neutralisierung sowohl von RANKL, als auch von TRAIL wirkt. Erhöhte 
RANKL- und RANK-Expressionen fanden sich in den Monozyten von Patienten 
mit instabiler Angina pectoris. RANKL stimulierte diese Monozyten zu einer 
gesteigerten Expression von Monocyte chemoattractant peptide (MCP)-1 und 
induzierte in vaskulären glatten Muskelzellen eine erhöhte Aktivität an Matrix-
Metalloproteinasen (Sandberg et al., 2006), die zur Vulnerabilität und 
Rupturanfälligkeit von Plaques beitragen. Des Weiter n übt eine erhöhte 
RANKL-Expression antiapoptotische Effekte auf das Endothel aus, fördert die 
Neoangiogenese, die als wichtiges Element der Entwicklung kalzifizierender 
Gefäßwandläsionen angesehen wird (Kim et al., 2003; Johnson et al, 2006) und 
steigert die vaskuläre Permeabilität und Leukozyteninfiltration im murinen 
Modell (Min et al., 2007). In vitro Studien mit Myofibroblasten der Herzklappen 
zeigten, dass RANKL durch Steigerung der Expression osteoblastärer Gene eine 
Kalzifizierung induzieren kann (Kaden et al., 2004) - eine Beobachtung die für 
OPG als Kalzifizierungsinhibitor durch RANKL-Neutralisierung spricht.  
Neben der Expression von RANKL und OPG war eine Ko-Lokalisation der 
Expression von OPG und TRAIL in Randbereichen des Osteoids in unmittelbarer 
Umgebung apoptotischer Areale kalzifizierter Läsionen in humanen Gefäßen zu 
beobachten. In gesunden Gefäßwänden fanden sich dagegen weder Bereiche mit 
einer verstärkten Apoptose, noch TRAIL-Expression (Schoppet et al., 2004). OPG 
fungiert auch als neutralisierender Rezeptor für TRAIL, das auf auto- oder 
parakrine Weise die Apoptose induzieren kann (Wiley et al., 1995; Degli-Esposti, 
1999; Emery et al., 1998) und fördert dadurch das Überleben von Endothelzellen 
(Pritzker et al., 2004). Das gemeinsame Auftreten von OPG und TRAIL in 
apoptotischen Arealen könnte auf einen reaktiven Anstieg des Schutzfaktors OPG 
hindeuten. Ferner wirkt OPG ebenfalls als autokriner, anti-apoptotischer 
Überlebensfaktor in Endothelzellen, was zur Integrität des Endothels beitragen 
kann. OPG wird dabei nach Bindung von Osteopontin an αvβ3-Integrin vermehrt 
produziert (Malyankar et al., 2000). Es wurde allerdings auch demonstriert, dass 
OPG die Apoptose von glatten Gefäßmuskelzellen steigern konnte, wenn diese 




Zellen in vitro mit OPG in einer Dosierung behandelt wurden, die der in 
atherosklerotischem Gewebe gemessenen OPG-Konzentratio  entsprach (Moran 
et al., 2005). In frühen Stadien der Atherosklerose kann die Apoptose vaskulärer 
Zellen jedoch protektiv für die Gefäßwand sein, da sie die Stabilität der Plaque 
fördert und einem akuten kardiovaskulären Ereignis eher vorbeugt (Fujii et al., 
2005; Abedin et al., 2004a).  
Bei fortgeschrittenen Plaques kommt es jedoch zum vermehrten Untergang von 
Zellen in Kombination mit einer in diesem Stadium der Gefäßläsion meist 
beeinträchtigten phagozytären Kapazität der Makrophagen. Die abgestorbenen 
Zellen akkumulieren, was zu einer Destabilisierung und Ruptur des Plaques 
führen kann (Bennett, 2002; Clarke et al., 2006; Schrijvers et al., 2007). Die 
Apoptose der Zellen der Gefäßwand wird als eine weitere Kalzifizierungs-
Hypothese als Initiator der vaskulären Kalzifizierung in vitro diskutiert, wobei die 
apoptotischen Zellfragmente möglicherweise eine Grundlage für die 
Mineralisierung bilden (Proudfoot et al., 2000). Apoptotische Zellen scheinen 
weiterhin durch Freisetzung von Kalzium- und Phosphationen zur Kalzifizierung 
beizutragen, wobei Phosphationen zudem die osteogen Differenzierung von 
vaskulären glatten Muskelzellen induzieren können (Jono et al., 2000; Cotmore 
et al., 1971). Die zunehmende Ausdehnung der Kalzifizierung kann dann 
zusätzlich das Rupturrisiko erhöhen (Abedin et al., 2004a). Möglicherweise kann 
OPG durch Verhinderung des Abbaus kalzifizierter Matrix zwar in frühen 
atherosklerotischen Läsionen das Risiko einer Ruptur mindern, verliert jedoch in 









Kardiovaskuläre Erkrankungen sind für die Morbidität und Mortalität einer 
alternden Bevölkerung von zentraler Bedeutung und machen statistisch mehr als 
die Hälfte aller Todesursachen bei über 70-Jährigen aus. Vor allem die (neo)-
intimale Gefäßkalzifizierung atherosklerotischer Läsionen ist mit einem deutlich 
erhöhten Risiko kardiovaskulärer Ereignisse assoziiert und lässt sich bereits 
präklinisch mit nicht-invasiven Methoden nachweisen. Der Kalzifizierung des 
Gefäßsystems liegt ein Mineralisierungsprozess zugrunde, der große 
Ähnlichkeiten mit dem Knochenstoffwechsel aufweist. Das Zytokin RANKL, sein 
Rezeptor RANK und der Rezeptorantagonist OPG gelten als essenzielle 
Regulatoren der Osteoklasten-Zellbiologie. OPG wird nicht nur von 
Knochenzellen, sondern auch von Zellen des Immunsystems und des 
Gefäßsystems sezerniert. Aufgrund des kombinierten Phänotyps einer 
Osteoporose und einer Gefäßkalzifizierung von OPG-/--Mäusen gilt OPG als 
zentrales Bindeglied zwischen dem Knochen- und dem Gefäßsystem im Rahmen 
der vaskulären Kalzifizierung. 
Im mehrstufigen Prozess der Atherosklerose mit (neo)-intimaler 
Gefäßkalzifizierung stellt das Endothel einen wichtigen Garanten der 
Wandintegrität dar. Für die hier vorliegenden Untersuchungen wurden primäre 
humane Endothelzellen aus der Nabelvene (HUVEC), ein etabliertes Zellmodell 
zur Endothel-Zellbiologie, verwendet. In dieser Arbeit wurde die Frage 
untersucht, ob die TH2-Zytokine IL-4 und IL-13 die Expression von OPG 
modulieren, über welche Signalwege diese Regulation abläuft und ob 
endotheliales OPG imstande ist, die Funktion von Osteoklasten zu kontrollieren. 
Im ersten Teil wurde die Regulation der endothelialn OPG-Expression durch 
humorale Faktoren analysiert, die in der Pathogenese von Atherosklerose und 
Gefäßkalzifizierung diskutiert wurden. Dazu zählen die partiell homologen TH2-
Zytokine IL-4 und IL-13. Die Analyse der endothelialen OPG-mRNA-Spiegel 
mittels Northern Blot und der OPG-Protein-Sekretion mittels ELISA zeigt, dass 
IL-4 und IL-13 dosis- und zeitabhängig die endothelial  OPG-Expression auf 
mRNA- und Proteinebene um das 3- bis 4-fache steigern. Dies kann durch Zugabe 




eines löslichen IL-4-Rezeptors komplett gehemmt werden, was für einen 
Rezeptor-vermittelten Effekt spricht. Die IL-4- und IL-13-induzierte Steigerung 
der endothelialen OPG-Expression ist von der STAT6-Phosphorylierung 
abhängig. Sie kann durch Hemmung der für die STAT6-Phosphorylierung 
erforderlichen Phospholipase C spezifisch blockiert werden. Diese Befunde 
belegen eine sequenzielle Signalkaskade von IL-4/IL13 über den IL-4-Rezeptor 
und STAT6 bei der Regulation der OPG-Produktion in humanen Endothelzellen. 
Im zweiten Teil wurden die Interaktionen humaner Endothelzellen mit 
osteoklastären Vorläuferzellen i vitro analysiert. Diese Untersuchungen dienten 
der Klärung der Frage, ob von Endothelzellen sezerniertes OPG die Funktion von 
Osteoklasten reguliert. Für die Quantifizierung dieser Effekte wurde ein 
funktioneller Osteoklastenassay etabliert und validiert, der die Differenzierung 
und Aktivierung erfasst. Die TH2-Zytokine IL-4 und IL-13 hemmen die 
Osteoklasten-Aktivität direkt und dosisabhängig um 87%. Von Endothelzellen 
konditioniertes Medium nach Behandlung mit IL-4 und IL-13 zeigt eine parakrine 
Hemmung der Osteoklasten-Aktivität. Diese ist abhängig von der zuvor 
verwendeten Zytokindosis. Die Hemmung der Osteoklasten-Aktivität durch den 
Transfer von Medium unstimulierter humaner Endothelzellen kann durch einen 
neutralisierenden OPG-Antikörper komplett aufgehoben w rden, nicht aber durch 
einen unspezifischen Kontroll-Antikörper. Somit stellt OPG den wesentlichen 
parakrinen Faktor dar, über den Endothelzellen die Funktion von Osteoklasten 
hemmen können. Der hemmende Effekt der Endothelzelln nach vorheriger 
Stimulation mit IL-4 auf die Osteoklastenaktivität wird hingegen durch den OPG-
Antikörper lediglich abgeschwächt. Dies spricht füreine Freisetzung weiterer 
Regulatoren der Osteoklastenaktivität durch IL-4. 
Zusammenfassend stimulieren IL-4 und IL-13 über eine STAT6-Aktivierung die 
OPG-Produktion humaner Endothelzellen. OPG aus Endothelzellen stellt einen 
spezifischen Hemmmechanismus der Osteoklastenaktivität dar. Diese Daten 
belegen die Bedeutung von OPG als Bindeglied zwischen Gefäßbiologie und 
Knochenstoffwechsel. Die Hemmung der Osteoklastenaktivität durch OPG könnte 
eine Gefäßkalzifizierung begünstigen, da die mineralisierte Knochenmatrix 
dadurch weniger effektiv aus der Gefäßwand entfernt wird. 





Cardiovascular diseases represent the major cause of morbidity and mortality of 
the aging population. Statistically more than a half of the people after the age of 
70 years had died from cardiovascular disease. The (neo)-intimal calcifications of 
atherosclerotic lesions in the vascular wall are associated with an enhanced risk of 
cardiovascular events. The extent of calcification ca  be assessed with sensitive 
non-invasive methods, even before clinical signs and symptoms occur. The 
underlying mineralization process of the vascular wll involves cells, cytokines, 
and signaling pathways that are reminiscent of the mineralization process in bone. 
RANKL, its receptor RANK, and the decoy receptor OPG represent a crucial 
cytokine system in osteoclast biology and bone resorption. OPG is secreted by 
bone cells and cells of the immune and vascular system, and it may represent a 
crucial link between the skeleton and the vascular system in vascular calcification 
since OPG-/--mice display a phenotype of both osteoporosis and vascular 
calcification. 
The maintenance of vascular homeostasis is critically dependent of the continued 
integrity of vascular endothelial cell function. A key event in the early 
development of atherosclerosis is assumed to be endothelial cell dysfunction. To 
study whether and how TH2-cytokines IL-4 and IL-13 modulate the expression of 
OPG in endothelial cells, primary human umbilical vein endothelial cells 
(HUVEC) were used, which represent an established mo el of endothelial cell 
biology. The aim of this research project was to study the involved signaling 
pathways, and whether endothelial OPG can control differentiation and activation 
of osteoclasts. 
First, the regulation of endothelial OPG expression by humoral factors that have 
been implicated in vascular disease, such as IL-4 and IL-13, were assessed in 
vitro. Analysis of endothelial OPG mRNA levels by Northen blot and of OPG 
protein secretion by ELISA showed a dose- and time-dependent enhancement of 
OPG mRNA and protein expression by 3- to 4-fold by IL-4 and IL-13. Addition 
of soluble IL-4-receptor completely abrogated this effect. IL-4- and IL-13-induced 
up regulation of OPG expression was dependent on the phosphorylation of 




STAT6. Inhibition of phospholipase C which is necessary for STAT6 
phosphorylation specifically blocked IL-4 induced OPG-expression. These results 
show evidence of the sequential signaling pathway of IL-4 and IL-13 through IL-
4-receptor and STAT6 in regulating endothelial OPG expression. 
Second, the paracrine interactions between human endothelial cells and osteoclast 
precursor cells were evaluated. Experiments were performed to test the hypothesis 
that endothelial cell-derived OPG regulates osteoclast differentiation and 
activation. A functional osteoclast resorption assay w s established and validated 
to quantify these effects. This osteoclast assay measur s both the differentiation 
and the activation of human osteoclasts. TH2-cytokines IL-4 and IL-13 directly 
inhibited osteoclast activity dose-dependently down to 13 %, roughly one order of 
magnitude. Conditioned medium of endothelial cells after exposure to IL-4 or IL-
13 showed a paracrine inhibition of osteoclast activity. This effect was dependent 
on the previously employed cytokine dose. The paracrine inhibition of osteoclast 
activity by medium transfer of non-stimulated HUVEC could be completely 
abrogated by a neutralizing OPG antibody but not by an unspecific control 
antibody. Thus, OPG represents the major paracrine factor for inhibition of 
osteoclast activity by endothelial cells. This inhibitory effect could be partially 
attenuated by neutralizing OPG antibody after prior IL-4-exposure of HUVEC. 
This indicates that osteoclastogenic factors other t an OPG are released by 
endothelial cells after IL-4 exposure. 
In conclusion, IL-4 and IL-13 stimulate OPG production in HUVEC via STAT6 
activation. Endothelial cell-derived OPG specifically inhibits osteoclast activity. 
Collectively, these data highlight the importance of OPG as an essential common 
mediator of vascular and bone biology. The inhibition of osteoclast activity by 
OPG may promote vascular calcification since mineralized deposits may not be 
appropriately removed from the vascular wall. 
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Patientenaufklärung zum Projekt 
- Osteoprotegerin-Expression in Endothelzellen - 
In der Uni-Klinik Marburg werden Endothelzellen (Gefäßzellen) und ihre Rolle bei 
Gefäßerkrankungen untersucht. Dazu werden Endothelzellen aus Nabelschnüren verwendet, 
welche normalerweise nach der Entbindung abgetrennt und anschließend entsorgt werden. Durch 
Ihre Zustimmung unterstützen Sie, dass Endothelzelln aus der Nabelschnur zur medizinischen 
Forschung verwendet werden und dadurch neue Erkenntnisse gewonnen werden. 
Wissenschaftlicher Hintergrund: 
Osteoprotegerin ist ein Botenstoff, der bei Erkrankungen des Knochens (z.B. Osteoporose) und 
der Gefäße (Herzinfarkt) eine bedeutende Rolle zu spielen scheint. Dieses Projekt untersucht den 
Zusammenhang zwischen Osteoprotegerin und der Entstehung von Gefäßerkrankungen. Durch 
diese Untersuchungen hoffen wir, die Entstehung dieser Erkrankungen besser zu verstehen und 
somit bessere Therapiemöglichkeiten zu finden. 
Konzeption des Projektes: 
Es werden Nabelschnüre von insgesamt 100 Patientinn für dieses Projekt benötigt. Für die 
Patientin entsteht dadurch kein unmittelbarer Nutzen oder Schaden. Dieses Projekt nützt aber 
möglicherweise anderen Patientinnen durch das verbesserte Verständnis und die daraus 
entwickelten besseren Therapiemöglichkeiten. 
Studiendurchführung:  
Nach ihrem Einverständnis werden Endothelzellen ausder Nabelschnur gewonnen, die 
normalerweise mit dem Mutterkuchen entsorgt wird. Es ergeben sich weder für Ihr Kind noch 
für Sie als Patientin Nachteile oder zusätzliche Untersuchungen, Blutentnahmen, Klinikbesuche, 
Wiedereinbestellungen, körperliche Tests, Beantwortung von Fragebögen, telefonische 
Befragungen oder Hausbesuche. Falls bei Ihnen eine Nabelschnurblutspende oder eine 
Sammlung von Stammzellen aus dem Nabelschnurblut erfolg n soll, so kann dies vor der 
Verwendung der Nabelschnur problemlos erfolgen. Nach Gewinnung der Gefäßzellen aus der 
Nabelschnur wird diese umgehend entsorgt. 
Risiken und Nebenwirkungen: 
Es ergeben sich weder für die Patientin, noch für ihr Kind Risiken oder Nebenwirkungen, da die 
Nabelschnur andernfalls entsorgt werden würde. Die Gewebeproben aus der Nabelschnur 
werden ausschließlich für wissenschaftliche Untersuchungen an der Uni-Klinik Marburg 
verwendet. Die Zellen oder das Material dieser Zellen werden nicht weitergegeben, veräußert 
oder kommerziell genutzt. Es erfolgt keine Stammzellforschung. 
Für weitere Nachfragen zum Projekt und seiner Durchführung : 
Verantwortlicher für dieses Projekt ist PD Dr. Lorenz C. Hofbauer (Kontakt s.o.) 
 
Die Einverständniserklärung erfolgt freiwillig und kann jederzeit ohne Angabe von 
Gründen und ohne Nachteile für die weitere Behandlung rückgängig gemacht werden. 
 
Bestätigung der Vertraulichkeit: 
Es erfolgt die Beachtung der ärztlichen Schweigepflicht und der vertrauliche Umgang mit allen 
Daten. Diese Daten werden in anonymisierter Form (fortlaufende Nummer) gespeichert, wobei 
die Beachtung des Datenschutzgesetzes gewährleistet w rd und keine Re-Identifizierung möglich 
ist. 
Mit freundlichen Grüßen, PD Dr. Lorenz Hofbauer 
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Patienteneinverständniserklärung zum Projekt 
- Osteoprotegerin-Expression in Endothelzellen - 
 
 
Wir wurden von unserem Arzt vollständig über Wesen, Bedeutung und Tragweite des 
wissenschaftlichen Projektes mit dem o.g. Titel aufgeklärt. Wir haben den Aufklärungstext 
gelesen und verstanden. Wir hatten die Möglichkeit, Fragen zu stellen und haben die Antworten 
verstanden und akzeptieren sie. Unser Arzt hat uns über die mit der Teilnahme an diesem Projekt 
verbundenen Risiken und den Nutzen informiert. 
 
Wir hatten ausreichend Zeit, uns zur Teilnahme an diesem Projekt zu entscheiden und wissen, 
dass die Teilnahme freiwillig ist. Wir wissen, dass wir jederzeit und ohne Angabe von Gründen 
diese Zustimmung widerrufen können, ohne dass sich dieser Entschluss nachteilig auf die spätere 
Behandlung auswirken wird. 
 
Uns ist bekannt, dass unsere Daten in verschlüsselter Form (fortlaufende Nummer) gespeichert 
werden, aus der keine Re-Identifizierung erfolgen ka n. 
 
Wir haben eine Kopie der Patienteninformation und dieser Einwilligung erhalten. Wir erklären 
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